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Der britische Physiologe Langley unterteilte Anfang des zwanzigsten Jahrhunderts das 
autonome Nervensystem in drei funktionelle Kategorien: den Sympathikus, den 
Parasympathikus und das enterale Nervensystem (Langley, 1905, 1906). Jahrzehnte 
später gelang es Loewi, die Freisetzung chemischer Neurotransmitter nachzuweisen 
(Loewi 1921) und Dale erstmals die Wirkung des Acetylcholin (ACh) als 
Neurotransmitters zu beschreiben (Dale 1935). In folgenden Untersuchungen wurde 
ACh als Transmittersubstanz an prä- und postganglionär parasympathischen sowie an 
präganglionär sympathischen Neuronen identifiziert (Loewi und Navratil 1926; Uvnas 
1954). Im Laufe der Zeit konnten weitere Transmittersubstanzen im autonomen 
Nervensystem nachgewiesen werden, die zusammen mit ACh oder Noradrenalin (NA), 
dem klassischen Transmitter postganglionärer sympathischer Neurone (Euler 1946), als 
sogenannte Kotransmitter freigesetzt werden. Dabei konnte beobachtet werden, dass bei 
gleichzeitiger Blockade aller cholinerger und adrenerger Rezeptoren weiterhin 
Reaktionen nach Nervenstimulation nachweisbar waren. Dies legt die Vermutung nahe, 
dass neben dem klassischen cholinergen oder adrenergen System ein eigenständiges, 
nicht-adrenerges nicht-cholinerges (NANC) System existiert (Barnes et al., 1991a; Lei 
et al., 1993; Widdicombe, 1998). Jede Wirkung, die nach Blockade aller adrenergen und 
cholinergen Rezeptoren durch Nervenstimulation hervorgerufen wird, wird seither als 
NANC bezeichnet. Mittlerweile weiß man, dass eigenständige NANC-Neuronen zwar 
vorhanden sind, oft jedoch die Transmittersubstanzen zusammen mit ACh oder NA als 
Kotransmitter ausgeschüttet werden und nicht wie initial vermutet völlig unabhängig 
von ihnen freigesetzt werden (Fischer et al., 1998). 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden die Gesamtinnervation sowie die NANC Innervation 
der Thoraxorgane der Maus, insbesondere die der Lunge untersucht. Der Schwerpunkt 
lag dabei auf dem Nachweis möglicher Kotransmitter mit ACh und dem daraus 
resultierenden Hinweis auf das Vorhandensein eines eigenständigen NANC-Systems. 
Da ACh als stärkster Bronchokonstriktor in der Innervation des Respirationstraktes eine 
wichtige Stellung einnimmt, waren diese Nervenfasern von besonderer Bedeutung, so 
dass deren Verteilung und Innervationsdichte in verschiedenen Abschnitten des 
bronchopulmonalen Systems zusätzlich untersucht und quantitativ erfasst wurden. 
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1.1 Autonome und sensible Innervation der Brustraumorgane 
1.1.1 Innervation der Lunge und der unteren Atemwege 
 
Die Lunge und die unteren Atemwege werden sympathisch, parasympathisch und 
sensibel innerviert. Die Nervenfasern dieser drei Subsysteme vereinigen sich hinter der 
Trachea zu einem dichten Nervengeflecht und treten durch den Lungenhilus in die 
Lunge ein (Dinh et al., 2006a).  
Im Nucleus dorsalis nervi vagi und im Nucleus ambiguus liegen die präganglionär 
parasympathischen Neurone, die ihre Axone als einen Teil des N. vagus zu den an den 
Atemwegen gelegenen Ganglien entsenden (Hollenberg, 1986). Von diesen Ganglien 
ziehen postganglionäre Nervenfasern zu den Zielgebieten der unteren Atemwege. Der 
Transmitter aller präganglionären sowie der postganglionären parasympathischen 
Fasern ist ACh (Loewi et Navratil 1926, Uvnäs 1954) und kann in Nervenfasern vor 
allem in der Atemwegsmuskulatur der Trachea bis zu den Bronchioli terminales 
nachgewiesen werden (Canning und Fischer, 1997a; Fischer et al., 1996a), wo er nach 
Freisetzung durch Bindung an muskarinerge Rezeptoren eine Bronchokonstriktion und 
Schleimsekretion hervorruft (Partanen et al., 1982; Caulfield und Birdsall, 1998; Matera 
et al., 2002). In postganglionären Neuronen sind neben ACh Substanzen wie 
vasoaktives intestinales Peptid (VIP) und Neuropeptid Tyrosin (NPY) nachgewiesen 
worden (Fischer et al., 1996a). Auch im Ösophagus liegen Zellkörper, aus denen 
Neurone zur Innervation der Trachealmuskulatur entspringen. Als Transmitter 
verwenden sie jedoch VIP, Stickstoffmonoxid (NO) und NPY (Fischer et al., 1996a; 
Moffatt et al., 1998) und sind womöglich der Ursprung VIP- und NOS-immunreaktiver 
Fasern (Kummer, 1992). In Untersuchungen am Meerschweinchen konnte gezeigt 
werden, dass diese Neurone eine nicht-adrenerge, nicht-cholinerge Bronchodilatation 
bewirkten (Canning et al., 1998a). 
Im Nucleus intermediolateralis und Nucleus intercalatus des Rückenmarks liegen die 
präganglionären Neurone des Sympathikus. Sie ziehen zu den paravertebralen Ganglien, 
die rechts und links einen Grenzstrang, den Truncus sympathicus, bilden. Dort werden 
die Fasern auf postganglionäre Neurone umgeschaltet, die zu den Zielorganen ziehen 
(Deuschl und Illert, 1981; Ito et al., 2007; Ming und Wang, 1989; Pyner und Coote, 
1995). Als Ursprung dieser postganglionären Neurone konnten durch 
Tracingexperimente an der Lunge und der Trachea des Meerschweinches das Ganglion 
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stellatum, das Ganglion cervicale superius und medius sowie thorakale Ganglien T2-T4 
identifiziert werden (Kummer, 1992). Der präganglionäre Transmitter sympathischer 
Neurone ist ACh, der postganglionäre dagegen meist NA. Wie beim Parasympathikus 
finden sich auch im sympathischen Nervensystem Koexpressionen mehrerer 
Transmitter. Neben ACh wird präganglionär auch NO gefunden, während 
postganglionär eine Freisetzung des NA mit NPY beschrieben worden ist (Lindh et al., 
1986; Lundberg et al., 1988; Kummer et al., 1992; Maggi et al., 1995). Durch 
Stimulation sympathischer Neurone wird NA freigesetzt und wirkt bei Bindung an β1-
Rezeptoren am Herzens positiv ino-, chrono- und dromotrop, bei Bindung an β2-
Rezeptoren wird in der Lunge eine Broncho- und Vasodilatation ausgelöst (Andersson 
und Grundström, 1987; Carswell und Nahorski, 1983; Rugg et al., 1978). 
Die Fasern zur sensiblen Innervation der Lunge und der unteren Atemwege entspringen 
aus dem Ganglion jugulare und dem Ganglion nodosum, den sensorischen Ganglien des 
N. vagus, und enden im Nucleus tractus solitarii (Fischer et al., 1996; Kummer, 1992; 
Springall et al., 1987). Zusätzlich erhält die Lunge afferente Fasern aus den oberen 
thorakalen Spinalganglien, die zusammen mit den Rami pulmonales des Truncus 
sympathicus die Lunge erreichen (Dalsgaard und Lundberg, 1984; Kummer et al., 1992; 
Lundberg et al., 1988). An Trachea, den Bronchi und Bronchioli, sowie unter der Pleura 
sind Dehnungs- und Mechanorezeptoren enthalten. Diese sensorischen Fasern lassen 
sich in vier Haupttypen gliedern: 
1. Langsam adaptierende Dehnungsrezeptoren (Slowly adapting strech receptors = 
SAR), die überwiegend in der glatten Muskulatur der Trachea und der 
Bronchien nachweisbar sind. Ihre Fasern sind myelinisiert und haben ihren 
Ursprung im Ganglion jugulare (Guz und Trenchard, 1971a; Riccio et al., 1996). 
Durch die Myelinisierung können hohe Leitungsgeschwindigkeiten bis 5 m/s 
erreicht werden (Coleridge und Coleridge, 1984; Sant’Ambrogio und 
Widdicombe, 2001). Sie regulieren die Atemmechanik und den Muskeltonus und 
schützen die Lunge vor Überdehnung (Widdicombe und Wells, 1994). 
2. Schnell adaptierende Dehnungsrezeptoren (Rapidly adapting strech receptors = 
RAR) sind Irritanzienrezeptoren, die sich in der glatten Atemwegsmuskulatur 
und im respiratorischen Epithel befinden (Coleridge und Coleridge, 1984; 
Widdicombe und Wells, 1994) und aus dem Ganglion nodosum entspringen 
(Riccio et al., 1996). Auch ihre Fasern sind myelinisiert und werden durch 
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entzündliche, chemische oder mechanische Reize aktiviert (Sant’Ambrogio und 
Widdicombe, 2001). 
3. Die C-Faser-Rezeptoren in der Trachea, den Bronchien, dem Lungenparenchym 
und entlang der Bronchial- und Lungengefäße sind nicht myelinisiert und mit 
Geschwindigkeiten < 1 m/s langsam leitend (Coleridge und Coleridge, 1984; 
Widdicombe und Wells, 1994). Sie entspringen aus dem Ganglion jugulare 
(Riccio et al., 1996) und sind in der Lage, proinflammatorische Neuropeptide 
wie Substanz P (SP), Neurokinin A (NKA) und Calcitonin Gene-Related Peptide 
(CGRP) freizusetzen. Dies bewirkt eine neurogene Entzündung und führt zu 
einer Vasodilatation, Bronchokonstriktion,  Schleimhautschwellung und zu einer 
gesteigerten Mukussekretion (Nadel, 1990). 
4. „Cough receptors“ bewirken als Reaktion auf SP oder Histamin eine 
Bronchokonstriktion und lösen einen Hustenreflex aus. Ihre Nervenfasern sind 
myelinisiert und erreichen eine Leitungsgeschwindigkeit von 5 m/s (Canning, 
2006). Sie haben ihren Ursprung im Ganglion nodosum und enden in der 
Schleimhaut der Atemwege (Canning, 2006). 
 
1.1.2 Nicht-adrenerges, nicht-cholinerges System (NANC) 
 
Nach pharmakologischer Definition wird jede Wirkung, die nach Blockade aller 
adrenergen und cholinergen Rezeptoren durch Nervenstimulation hervorgerufen wird, 
als NANC bezeichnet (Barnes et al., 1991; Lei et al., 1993; Widdicombe, 1998). Nach 
anfänglicher Vermutung, dass Neurone, die NANC-Effekte vermitteln, weder ACh noch 
NA als Transmitter benutzen und daher ein eigenständiges System bilden, weiß man 
mittlerweile, dass die Trasmittersubstanzen meistens zusammen mit ACh oder NA als 
Kotransmitter ausgeschüttet werden und nicht, wie initial angenommen, von einer 
weiteren Population von Neuronen, die weder ACh noch NA bildet (Fischer et al., 
1998). NANC-Mediatoren erlangen in der aktuellen Forschung immer mehr an 
Bedeutung und stehen unter dem Verdacht, an der Pathogenese chronisch entzündlicher 
Lungenerkrankungen beteiligt zu sein. Die Mediatoren des NANC-Systems an der 
glatten Muskulatur werden in zwei Gruppen unterteilt: die des exzitatorischen-NANC-
System (eNANC), zu dem SP, NKA und CGRP gezählt werden und die des 
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inhibitorischen NANC-Systems (iNANC), welches NO, VIP und NPY beinhaltet 
(Widdicombe, 1998). Die Wirkungsweise eines NANC-Systems an der 
Atemwegsmuskulatur, den Blutgefäßen, der glatten Muskulatur sowie an den Drüsen ist 
unterschiedlich und abhängig von den Eigenschaften der jeweiligen Substanz 
(Widdicombe, 1998). So kann zum Beispiel NPY an der Gefäßmuskulatur eine 
Vasokonstriktion bewirken, während es an der Atemwegsmuskulatur zu einer 
Bronchodilatation führt (Widdicombe, 1998). 
 
1.1.3 Innervation des Herzens 
 
Die parasympathische Innervation des Herzens hat ihren Ursprung im Nucleus 
ambiguus und im Nucleus dorsalis nervi vagi (Steele und Choate, 1994). Der N. vagus 
teilt sich in Rami cardiaci cervicales superiores et inferiores und in Rami cardiaci 
thoracici, die sich in der Nähe des Herzens zum Plexus cardiacus vereinigen (Franco-
Cereceda et al., 1988). In den Ganglien des Plexus cardiacus werden präganglionäre 
Fasern auf postganglionäre umgeschaltet. Die Nervenfasern verwenden ACh als 
Transmitter und innervieren das Reizleitungssystem, das Myokard, lokale Ganglien und 
Koronargefäße (Mawe et al., 1996). Dabei wird über muskarinerge Rezeptoren eine 
negativ chrono-, dromo- und inotrope Wirkung ausgelöst (Jeck et al., 1988; Schulze und 
Fu, 1996a; Zhu et al., 1996). Neben ACh konnte in einigen Fasern auch eine 
Immunreaktivität für NPY und NOS nachgewiesen werden (Dalsgaard et al., 1986; 
Hassall et al., 1992; Kennedy et al., 1998; Klimaschewski et al., 1992). Aus dem 
Ganglion nodosum entspringen sensorische Nervenfasern, die auch im Plexus cardiacus 
enthalten sind (Franco-Cereceda et al., 1988). Sie endigen im Nucleus tractus solitarii. 
Fasern aus Spinalganglienneuronen endigen im Zervikal- (C3-C4) und Thorakalmark 
(T1-T7) (Lawrence und Jarrott, 1996; Xie et al., 1999). Die Aktivierung sensorischer 
Nervenfasern bewirkt eine Hemmung des kardialen Sympathikus und führt zu einer 
Aktivierung des kardialen Parasympathikus (Behrends et al., 2012). Aus dem Ganglion 
stellatum, dem Ganglion cervicale superius und inferius, sowie aus den ersten vier 
Grenzstrangganglien entspringen Fasern zur sympathischen Innervation des Herzens 
(Franco-Cereceda et al., 1988). Die postganglionären Fasern benutzen NA als 
Transmitter und innervieren das Myokard, den Sinus- und AV-Knoten, lokale Ganglien 
und Koronargefäße (Dalsgaard et al., 1986; Kennedy et al., 1998; Steele und Choate, 
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1994). In postganglionären Neuronen wurden NPY und NA als Kotransmitter 
identifiziert (Dalsgaard et al., 1986; Steele und Choate, 1994). Die sympathische 
Wirkung am Herzen erfolgt überwiegend über β-adrenerge Rezeptoren und ist positiv 
ino-, chrono-, dromo- und lusitrop (Behrends et al., 2012). Die vaskuläre Regulation 
erfolgt zusätzlich über α-Rezeptoren, dabei bewirkt eine Stimulation der α1-Rezeptoren 
eine Vasokonstriktion, während über β2-Rezeptoren eine Vasodilatation hervorgerufen 
wird (Behrends et al., 2012). 
 
1.2 Mediatoren und Enzyme des autonomen Nervensystems 
 
1.2.1 Acetylcholin (ACh) 
 
Bereits 1907 stellte Hunt die These auf, dass ACh an der neuronalen Signalübertragung 
beteiligt ist. 1921 gelang Otto Loewi der Nachweis eines „Vagusstoffes“, der an der 
Signalübertragung von Nervenimpulsen beteiligt ist, den Henry Dale später als ACh 
identifizierte. Mittlerweile haben Untersuchungen bestätigt, dass es sich bei ACh um ein 
sehr altes Molekül handelt, das in Bakterien, Algen, Protozoen und Pflanzen 
nachgewiesen werden konnte (Wessler et al., 1999). Es ist der Überträgerstoff an allen 
präganglionären sympathischen sowie an prä- und den meisten postganglionär 
parasympathischen  Nervenendigungen und ist zusätzlich für die Signalübertragung an 
Synapsen des ZNS und an der motorischen Endplatte verantwortlich (Gotti et al., 1997; 
Lindstrom et al., 1996). Die ACh-Synthese erfolgt mit Hilfe der ChAT, die im 
Zytoplasma ACh aus Acetyl-CoA und Cholin synthetisiert (Nachmansohn et al., 1943). 
Durch den vesikulären Acetylcholintransporter (VAChT) wird ACh im H
+
-Antiport in 
Vesikel verpackt und so bis zur Freisetzung gespeichert (Matsuura et al., 1997a). 
Charakteristisch für VAChT ist neben seiner Hemmbarkeit durch Vesamicol (Erickson 
et al., 1994; Usdin et al., 1995) seine ungewöhnliche Genlage. Es befindet sich 
zwischen den beiden ersten nicht kodierenden Exons für ChAT, und es gibt Hinweise 
für eine Ko-Regulation dieser beiden Gene (Oda, 1999; Wu und Hersh, 1994). Den 
geschwindgkeitsbestimmenden Schritt der neuronalen ACh-Synthese stellt die 
Aufnahme des Cholins aus dem Extrazellularraum dar. Dies erfolgt durch den 
hochaffinen Cholintransporter (CHT1), der durch seine Abhängigkeit vom 
Natriumgradienten und durch seine Hemmbarkeit durch Hemicholinium-3 
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charakterisiert ist (Okuda et al., 2000). Bislang sind drei Freisetzungsmechanismen des 
ACh bekannt.1.) Eine Erhöhung der intrazellulären Ca
2+
-Konzentration führt zu einer 
Verschmelzung der Vesikel mit der präsynaptischen Membran und zur Freisetzung des 
gespeicherten ACh durch Exozytose. 2.) Die humane Plazenta und das Bronchialepithel 
besitzen organische Kationentransporter (OCT), durch die ein bidirektionaler ACh-
Transport, der vom elektrischen Potential und der Substratkonzentration abhängig ist, 
erfolgt (Lips et al., 2005a; Wessler und Kirkpatrick, 2001). 3.) Aus dem elektrischen 
Organ des Zitterrochens konnte ein Protein namens Mediatophor isoliert werden, das 
ACh durch Bildung einer Pore zwischen Vesikeln und der Plasmamembran oder direkt 
aus dem Zytoplasma freisetzt (Israël und Dunant, 1998). 
ACh bindet an zwei Arten von Rezeptoren. Die ionotropen nikotinischen ACh-
Rezeptoren sind für schnelle synaptische Transmission verantwortlich und werden 







und die Membran wird depolarisiert. Die G-Protein gekoppelten muskarinischen ACh-
Rezeptoren bestehen aus fünf Untertypen: M1bis M5. In der Lunge vorherrschend sind 
die Typen M1, M2 und M3 (Barnes, 2004; Gautam et al., 2006; Lukas et al., 1999). 
Beide Arten von Rezeptoren finden sich auch in der Alveolarregion, dem Teil der 
Lunge, der nicht von cholinergen Nervenfasern innerviert wird, was vermuten lässt, 
dass nicht-neuronal synthetisiertes ACh existiert, das an diesen Rezeptoren wirkt 
(Wessler et al., 1998). 
Tatsächlich haben Untersuchungen nachweisen können, dass es in der Lunge nicht-
neuronale Zellen gibt, die ACh mit Hilfe von ChAT synthetisieren (Wessler et al., 1998). 
Es wird davon ausgegangen, dass nicht-neuronales ACh als parakriner Modulator 
fungiert und unter anderem wesentlich an der Konstriktion der kleinen Atemwege 
beteiligt ist (Barnes, 2004; Kummer und Lips, 2006). Es ist an inflammatorischen 
Prozessen bei chronisch entzündlichen Lungenerkrankungen wie Asthma bronchiale 
oder COPD beteiligt, führt zum Umbau bronchopulmonaler Wandschichten und 
reguliert die Zellproliferation im Atemwegsepithel (Barnes, 2004; Klapproth et al., 
1997; Kummer und Lips, 2006). 
Am Abbau des ACh sind zwei Enzyme beteiligt, die unspezifische 
Butyrylcholinesterase (BChE) und die spezifische Acetylcholinesterase (AChE) 
(Darvesh et al., 2003; Dvir et al., 2010; Rosenberry, 1975). Die AChE wird von 
cholinergen Neuronen synthetisiert, kann sowohl intra- als auch extrazellulär 
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vorkommen und als lösliches Enzym oder an die Membran gebunden vorliegen 
(Rosenberry, 1975). Im synaptischen Spalt wird die Wirkung des ACh beendet, indem 
es durch AChE in Azetat und Cholin gespaltet wird. Das hierdurch entstandene Cholin 
wird durch hochaffine Transporter wieder in die Nervenendigungen aufgenommen 
(Rosenberry, 1975). Neuere Studien zeigten, dass beide Esterasen auch von nicht-
neuronalen ACh-produzierenden Zellen synthetisiert werden können (Grando et al., 
2007). 
 
1.2.2 Protein gene product 9.5 (PGP 9.5) 
  
Das Protein gene product 9.5 (PGP 9.5) ist eine Ubiquitinhydrolase, die in allen Stadien 
der Gewebsdifferenzierung exprimiert wird (Wilkinson et al., 1989) und ursprüglich als 
zytoplasmatischer Marker für Neurone und neuronale Zellen aus humanen 
Gehirnextrakten isoliert wurde (Jackson und Thompson, 1981). Aufgrund seines 
gehäuften Vorkommens in neuronalem Gewebe galt PGP 9.5 ursprünglich als ein 
neuronenspezifischer Marker und wurde in diesem Zusammenhang auch als ein 
sensitiver Marker für neuroendokrine Tumore identifiziert. Mittlerweile konnte das 
Protein auch in Melanozyten, glatter Muskulatur, Leydigzellen, Merkelzellen und 
Fibroblasten nachgewiesen werden (Campbell et al., 2003), was die These der 
neuronalen Spezifität widerlegt. In Untersuchungen der Lunge verschiedener Spezies 
wurde PGP 9.5 in Axonen, im Zytoplasma neuroepithelialer Körperchen und in lokalen 
Neuronen dargestellt (Lauweryns und Van Ranst, 1988). Neuroepitheliale Körperchen 
wurden dabei im respiratorischen Epithel, im gesamten Respirationstrakt und in der 
Nasenschleimhaut gefunden (Adriaensen und Scheuermann, 1993). Kusindarta et al. 
gelang es in ihren Untersuchungen, PGP 9.5 in trachealen Nervenfasern, in der Lamina 
propria, der glatten Muskulatur, der Tunica adventitia und an Blutgefäßen nachzuweisen 
(Kusindarta et al., 2004). 
 
1.2.3 Vasoaktives intestinales Peptid (VIP)  
 
Das aus 28 Aminosäuren bestehende Polypeptid wurde erstmals als eine vasodilatativ 
wirkende Substanz aus dem Darm isoliert (Said und Mutt, 1969). In Atemwegen des 
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Menschen wurden VIP-positive Fasern in der glatten Muskulatur des Respirationstrakts 
und der Lamina propria, rund um Drüsen und Blutgefäße nachgewiesen, dabei war mit 
abnehmendem Durchmesser der Atemwege auch eine abnehmende Faserdichte zu 
beobachten (Baraniuk et al., 1990). VIP ist der stärkste Bronchodilatator mit maximaler 
Wirkung in den zentralen Atemwegen (Palmer et al., 1986) und führt an Gefäßen der 
oberen Atemwege sowie an Pulmonalarterien zu einer Vasodilatation (Hamasaki et al., 
1983; Lundberg et al., 1981). Auch anti-inflammatorische Effekte des VIP konnten 
nachgewiesen werden. VIP-Rezeptoren werden von T-Lymphozyten, Mastzellen und 
Eosinophilen exprimiert, so dass aufgrund dieser Eigenschaften VIP eine wichtige 
Stellung in pathophysiologischen Prozessen bei chronisch entzündlichen 
Atemwegserkrankungen einnimmt (Goetzl et al., 1998; Groneberg et al., 2004; Said und 
Dickman, 2000). In der Nasenschleimhaut und in den Speicheldrüsen von Katzen wurde 
eine Kolokalisation von ACh mit VIP beobachtet (Lundberg et al., 1981), in der Trachea 
des Frettchens (Dey et al., 1993) und in intrinsinschen kardialen Ganglien des 
Meerschweinchens (Parsons et al., 2006) ein gemeinsames Vorkommen mit NO 
nachgewiesen. In Studien am Meerschweinchen wurde in nicht-adrenergen 
sympathischen Neuronen der Trachea ein gemeinsames Vorkommen VIP-imunreaktiver 
Fasern mit NPY entdeckt (Bowden und Gibbins, 1992). Durch retrogrades Tracing 
wurde das Ganglion stellatum als Ursprungsort dieser Fasern identifiziert (Bowden und 
Gibbins, 1992, Kummer et al. 1992). Auch an der kardialen Innervation konnte eine 
Beteiligung des VIP nachgewiesen werden. Dabei führt es zu einer Vasodilatation und 
wirkt positiv chronotrop (Groneberg et al., 2004; Hoover, 1989; Richardson et al., 2003; 
Weihe et al., 1984). 
 
1.2.4 Neuropeptid Tyrosin (NPY) 
  
1982 gelang es Tatemoto et al. aus Extrakten von Schweinegehirnen ein aus 36 
Aminosäuren bestehendes Peptid zu isolieren (Tatemoto et al., 1982). Zusammen mit 
Polypeptid YY und dem Pankreatischen Polypeptid (PP) gehört NPY zur Familie der 
Pankreatischen Polypeptide, für die das Vorhandensein von Tyrosin am N- und C-
terminalen Ende charakteristisch ist (Larhammar, 1996; Tatemoto et al., 1982). NPY-
immunreaktive Fasern konnten im gesamten Respirationstrakt des Menschen, des 
Meerschweinchens und der Ratte nachgewiesen werden (Lundberg et al., 1983a; 
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Sheppard et al., 1984), sowie in submukösen Drüsen, in der glatten Muskulatur und um 
Blutgefäße (Uddman et al., 1984). Auch in Zellkörpern des Ganglion stellatum und des 
Ganglon cervicale superius, sowie in lokalen Ganglienzellen der Trachea wurde eine 
Immunreaktion für NPY beschrieben (Matran, 1991). Im peripheren Nervensystem wird 
NPY als Kotransmitter zu NA aus Fasern postganglionärer Sympathikusneurone 
ausgeschüttet, wo es im Gegensatz zu NA nur in großen Vesikeln gespeichert wird 
(Järvi et al., 1986; Lundberg et al., 1990; Pelletier et al., 1984). In seiner Rolle als 
Kotransmitter zu NA führt NPY zu dessen Wirkungsverstärkung und reguliert über 
präsynaptische NPY2-Rezeptoren auf postsynaptischen sympathischen 
Nervenendigungen neben seiner eigenen Ausschüttung auch die von NA und ATP 
(Lundberg et al., 1986; Potter, 1987; Stjärne et al., 1986). Auch kann NPY die 
Transmitterausschüttung  aus sensiblen Nervenendigungen des Respirationstraktes und 
der Trachea und aus parasympathischen Nervenendigungen am Herzen regulieren 
(Grundemar et al., 1988; Matran et al., 1989; Potter, 1987). Weiterhin konnte eine 
Kolokalisation von NPY und ACh in Atemwegsganglien der Ratte (Kusindarta et al., 
2004) sowie von NPY und VIP in nicht-noradrenergen sympathischen Fasern der 
Trachealmuskulatur nachgewiesen werden (Bowden und Gibbins, 1992). Durch 
retrograde Tracingstudien konnte als Ursprung NPY/VIP+/+- immunreaktiver Fasern 
das Ganglion stellatum identifiziert werden (Bowden und Gibbins, 1992). Ebenfalls 
konnten retrograde Tracinguntersuchungen am Meerschweinchen ein gemeinsames 
Vorkommen von NPY und TH in Atemwegsneuronen sympathischer Ganglien 
nachweisen.  Diese Fasern haben ihren Ursprung im Ganglion cervicale superius, im 
Ganglion stellatum und in Ganglien des thorakalen sympathischen Grenzstrangs. Sie 
innervieren Lunge und Trachea und bewirken eine Relaxation der glatten Muskulatur 
(Kummer et al., 1992a). NPY-positive postganglionär sympathische Fasern, die an der 
kardialen Innervation beteiligt sind, haben ihren Ursprung in zervikothorakalen 
Grenzstrangganglien. In Untersuchungen an der Ratte konnte NPY zusätzlich in 
parasympathischen Neuronen intrinsischer kardialer Ganglien nachgewiesen werden 
(Richardson et al., 2003). An Koronargefäßen ist NPY ein starker Vasokonstriktor. Die 
Vasokonstriktion setzt dabei subakut ein, ist jedoch stärker und langanhaltend 




1.2.5 Tyrosinhydroxylase (TH) 
 
Bei der Tyrosinhydroxylase handelt es sich um den geschwindigkeitsbestimmenden 
Schritt der Katecholaminbiosynthese. Katecholamine werden in Vesikeln im 
Nebennierenmark und in sympathischen Neuronen gespeichert. Ihre Biosynthese geht 
von der Aminosäure Tyrosin aus, aus der mit Hilfe von TH, die zu den Biopterin-
abhängigen Aminosäure-Monooxygenasen gezählt wird, zunächst L-Dopa entsteht. L-
Dopa wird durch die Dopa-Decarboxylase zu Dopamin hydroxyliert, woraus nach 
Einfügen einer Hydroxylgruppe durch Dopamin-β-Hydroxylase NA entsteht. In einem 
letzten Schritt kann durch eine N-Methyltransferase eine Methylgruppe übertragen und 
so Adrenalin gebildet werden (Püschel et al., 2011). 
Am Meerschweinchen konnte TH in Nervenfasern um Blutgefäße, in der glatten 
Muskulatur der Trachea und Bronchien und vereinzelt in der Lamina propria 
nachgewiesen werden. In Atemwegsneuronen sympathischer Ganglien ließ sich auch 
eine Kolokalisation mit NPY beobachten. Als Ursprungsort wurde dabei durch 
retrograde Tracingstudien das Ganglion stellatum, das Ganglion cervicale superius 
sowie Ganglien des thorakalen sympathischen Grenzstrangs identifiziert (Kummer et 
al., 1992a). 
  
1.2.6 Calcitonin Gene-Related Peptide (CGRP) 
 
Es gibt zwei Isoformen (Amara et al., 1985; Steenbergh et al., 1985). Das aus 37 
Aminosäuren bestehende α-CGRP ist auf dem Präprocalcitonin-Gen kodiert, welches 
auf Chromosom 11 lokalisiert ist (Emeson et al., 1989; Kittur et al., 1985). 
Interessanterweise stammen α-CGRP, welches aus sensorischen Neuronen freigesetzt 
wird, und β-CGRP, das überwiegend im enterischen Nervensystem beobachtet wurde, 
von verschiedenen Genen ab und unterscheiden sich durch drei Aminosäuren beim 
Menschen und durch eine Aminosäure bei der Ratte (Amara et al., 1985; Kajekar und 
Myers, 2008). Die Notwendigkeit und die genaue Rolle der α- und β-Isoform ist jedoch 
bislang noch nicht hinreichend geklärt. Das Neuropeptid konnte erstmals aus C-Zellen 
der Schilddrüse und aus Neuronen der Spinalganglien isoliert werden (Morris et al., 
1984; Rosenfeld et al., 1983) und wurde mittlerweile auch im Herzen, in der 
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Hypophyse, in Blutgefäßen, in der Lunge und im gastrointestinalen Trakt nachgewiesen 
(Ghatta und Nimmagadda, 2004). Es wird aus sensorischen Nervenfasern freigesetzt, 
von denen einige auch SP und Neurokinine enthalten (Kajekar und Myers, 2008; 
Martling et al., 1988). Untersuchungen mittels in situ Hybridisierung und 
Immunhistochemie konnten das Vorkommen von CGRP-immunreaktiven Nervenfasern 
und neuroendokrinen Zellen in der Lunge nachweisen, wo es neben einer 
Bronchokonstriktion auch eine Dilatation der Pulmonalarterien und –venen hervorruft 
und eine Mastzelldegranulation und Freisetzung pro-inflammatorischer Mediatoren 
bewirkt (Berger, 2000; Ghatta und Nimmagadda, 2004; Keith et al., 1991). Aufgrund 
dieser Eigenschaften ist CGRP im Rahmen pathophysiologischer Prozesse pulmonaler 
Erkrankungen wie Asthma bronchiale, COPD oder pulmonale Hypertonie von 
Bedeutung. 
Am Herzen bilden CGRP-positive Nervenfasern Netzwerke um Blutgefäße und 
bewirken eine Vasodilatation (Franco-Cereceda et al., 1988; Ghatta und Nimmagadda, 
2004). Auch das Reizleitungssystem und die kardiale Muskulatur enthalten CGRP-
immunreaktive Fasern, durch die eine positiv chrono- und inotrope Wirkung 
hervorgerufen wird (Franco-Cereceda et al., 1988; Ghatta und Nimmagadda, 2004). In 
Studien an der Ratte konnte beobachtet werden, dass durch NO sensorische 
Nervenfasern aktiviert werden, um CGRP freizusetzen (Booth et al., 2000).Vor diesem 
Hintergrund ist die Rolle des CGRP als potenter Vasodilator in Verbindung mit 
kardioprotektiven Eigenschaften des NO bei kardialen Erkrankungen wie 
Herzinsuffizienz oder Myokardinfarkt interessant. 
 
1.2.7 Substanz P (SP)  
 
Die zur Familie der Tachykinine gehörende SP wurde erstmals 1931 entdeckt, ihre 
Aminosäuresequenz jedoch erst 1971 vollständig entschlüsselt (Chang et al., 1971; von 
Euler und Gaddum, 1931). Alle Tachykinine sind durch die gleiche Aminosäuresequenz 
am C-terminalen Ende charakterisiert (Maggio und Hunter, 1984). Das am längsten 
bekannte Tachykinin ist SP, nachfolgend konnten jedoch weitere Tachykinine wie 
Neurokinin A (NKA), Neurokinin B (NKB), Neuropeptid K (NPK) und Neuropeptid γ 
identifiziert werden (Harmar et al., 1990; Kotani et al., 1986; Tatemoto et al., 1985a). 
Mit Hilfe immunhistochemischer Verfahren ist es gelungen, SP und NKA in 
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unmyelinisierten sensiblen C-Fasern der unteren Atemwege, insbesondere im 
Bronchialepithel, um tracheale und bronchiale Blutgefäße, in der glatten Muskulatur der 
Trachea und Bronchien, in der Lamina propria und in tracheobronchialen 
parasympathischen Ganglienzellen des Menschen, des Meerschweinchens, der Ratte 
und der Maus nachzuweisen (Hua et al., 1985; Lundberg et al., 1984a; Uddman und 
Sundler, 1987). Einige dieser Fasern waren gleichzeitig immunreaktiv für CGRP 
(Lundberg et al., 1984a). Durch Einsatz retrograden Tracings konnten als Ursprung 
dieser Fasern die sensiblen Vagusganglien, vor allem das Ganglion jugulare, und die 
oberen thorakalen Spinalganglien, identifiziert werden (Dinh et al., 2005, 2006a; 
Kollarik et al., 2003, Kummer et al., 1992). Derzeit sind vier Subtypen von 
Tachykininrezeptoren bekannt (NK1-NK4), über die Tachykinine ihre Wirkung 
entfalten (Canning et al., 1998a; Donaldson et al., 1996; Helke et al., 1990). Ihr 
Vorkommen wurde sowohl im respiratorischen Epithel als auch in der Muskulatur der 
Bronchien und Trachea, in Drüsen und in intrinsischen Ganglien des Meerschweinchens 
nachgewiesen. Über den NK 1-Rezeptor führt SP zur Konstriktion vor allem der kleinen 
Bronchien, während an den größeren die cholinerge Wirkung dominiert (Frossard und 
Barnes, 1991; Joos, 2001). Zusätzlich bewirkt SP eine Steigerung der Mukosekretion, 
eine Vasodilation sowie eine verstärkte Plasmaexsudation (Kuo et al., 1992; Lundberg et 
al., 1983b; Rogers et al., 1989; Saria et al., 1983). In Anbetracht dieser Eigenschaften ist 
SP für die Pathogenese inflammatorischer Lungenerkrankungen wie Asthma bronchiale 
oder COPD von Bedeutung. 
Die an der kardialen Innervation beteiligten SP-immunreaktiven Fasern entspringen aus 
spinalen und vagalen Ganglien und üben je nach Rezeptortyp unterschiedliche 
Wirkungen aus (Dalsgaard et al., 1986; Pernow, 1983; Reinecke et al., 1980). Während 
über den NK 1-Rezeptor eine Vasodilatation erfolgt, bewirkt SP am NK 2-Rezeptor eine 
Vasokonstriktion sowie eine positive Ino- und negative Chronotropie (Chang et al., 
2000). Die Wirkung der Tachykinine wird beendet, indem sie durch das Angiotensin-
Converting Enzyme (ACE) und die neurale Endopeptidase (NEP) durch enzymatische 






1.2.8 Stickstoffmonoxid (NO) 
 
Furchtgott beschrieb 1980 einen Faktor, der von Endothelzellen abgegeben wurde und 
eine Vasodilatation herbeiführte. Diese damals als endothelium-derived relaxing factor 
(EDRF) bezeichnete Substanz ist heute als NO bekannt (Furchgott und Zawadzki, 1980; 
Palmer et al., 1987b). Dabei handelt es sich um ein gasförmiges Molekül, welches nicht 
gespeichert, sondern im Bedarfsfall synthetisiert wird und ubiquitär im menschlichen 
Körper vorkommt (Bredt und Snyder, 1990). Aus der Aminosäure L-Arginin entsteht 
NO durch die NO-Synthase (NOS) mit Hilfe von NADPH, über die Zwischenprodukte 
Argininhydroxid und Citrullin. (Mayer et al., 1989; Moncada et al., 1989). NOS liegt in 
drei Isoformen vor, wobei jede durch ein eigenes Gen kodiert wird:  
1. Neuronale NOS (nNOS oder NOS 1), welche mit Hilfe der Immunhistochemie 
und NADPH-Diaphorasetechnik vorwiegend im Nervensystem und im 
Respirationstrakt von Menschen, Meerschweinchen, Ratte und Frettchen 
nachgewiesen wurde (Bredt et al., 1990; Dey et al., 1993; Fischer und 
Hoffmann, 1996; Fischer et al., 1993a). Der Ursprung der die Atemwege 
innervierenden NOS-immunreaktiven Fasern konnte durch retrogrades Tracing 
am Meerschweinchen in Zellkörpern des Ganglion jugulare und Ganglion 
nodosum sowie in parasympathischen, intrinsischen Ganglien in Trachea und 
Bronchien gezeigt werden (Fischer und Hoffmann, 1996). 
2. Induzierbare NOS (iNOS oder NOS 2), die sowohl im vaskulären Endothel, dem 
respiratorischen Epithel und der glatten Gefäß- und Atemwegsmuskulatur, im 
kardiovaskulären System als auch in Alveolarmakrophagen und eosinophilen 
Granulozyten vorkommt (Born et al., 2002; Saleh et al., 1997) und während 
entzündlicher Prozesse wie z. B. Asthma bronchiale vermehrt exprimiert wird. 
3. Endotheliale NOS (eNOS oder NOS 3), welche in Endothelzellen der 
Lungengefäße exprimiert wird und hier eine Vasodilatation sowie eine 
Hemmung der Thrombozytenaggregation bewirkt (Freedman und Keaney, 1999; 
Freedman et al., 1999). 
Während die Bildung von nNOS und eNOS durch das kalziumabhängige Calmodulin 
moduliert wird, ist die Bildung von iNOS kalziumunabhängig (Bredt et al., 1990). Alle 
drei NOS-Isoformen können auch im Herzen am Endokard, in Endothelzellen der 
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Koronararterien, den Kardiomyozyten und den Nervenfasern nachgewiesen werden 
(Brady et al., 1993; Hassall et al., 1992; Manso et al., 2000; Smith et al., 1991, 1996). 
Hier bewirkt das freigesetzte NO eine Vasodilation und hat einen negativ inotropen 
Effekt auf die kardiale Muskulatur, was therapeutisch zur Blutdruck- und 
Nachlastsenkung bei ischämischen Herzerkrankungen und hypertensiven Entgleisungen 
eingesetzt wird. Aufgrund obengenannter  Eigenschaften kann NO im 
bronchopulmonalen System eine pro-inflammatorische Wirkung zugeschrieben werden, 
so dass die Regulation der NOS bei entzündlichen Lungenerkrankungen wie Asthma 
bronchiale und COPD von besonderer Bedeutung ist (Ricciardolo et al., 2006). 
 
1.3 Zielsetzung der Arbeit  
 
ACh nimmt als stärkster Bronchokonstriktor in der Innervation des Respirationstraktes 
eine wichtige Stellung ein. Barnes stellte jedoch in seinen Studien 2004 die Hypothese 
auf, dass die kleinsten Atemwege nicht cholinerg innerviert seien (Barnes 2004). Diese 
Aussage war ausschlaggebend für die Untersuchungen im Rahmen der vorliegenden 
Arbeit und das besondere Interesse an dieser Faserklasse. 
Folgende Fragen sollten geklärt werden: 
Wie verteilen sich cholinerge Fasern entlang den unterschiedlichen Abschnitten des 
bronchopulmonalen Systems? 
Gibt es Kotransmitter zu ACh, und wenn ja, welche der untersuchten Substanzen 
gehören dazu, und in welchen Abschnitten des Respirationstraktes kommen sie vor? 
Ergibt sich anhand vorliegender Ergebnisse ein Hinweis auf das Vorhandensein von 
NANC-Neuronen im bronchopulmonalen System? 
Hierzu wurde durch Anwendung der AChE-Enzymhistochemie und eines 
fluoreszierenden Antikörpers gegen das glattmuskuläre α-Aktin zunächst die 
Innervationsdichte der Atemwegsmuskulatur in verschiedenen Abschnitten des 
bronchopulmonalen Systems dargestellt und quantitativ erfasst. Zusätzlich wurde die 
cholinerge Innervation des Respirationstraktes dargestellt und Kotransmitter zu ACh 
mittels Doppelimmunfluoreszenz  identifiziert. Hierfür erfolgte nach Darstellung einer 
Gesamtinnervation der Brustraumorgane durch Einsatz eines Antikörpers gegen das 
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neuronale Proteins PGP 9.5 die Anwendung von Immunhistochemie und 
Fluoreszenzmarkierungen mit Antikörpern gegen den vesikulären 
Acetylcholintransporter (VAChT), den Neuropeptiden NPY, VIP, CGRP und SP sowie 
dem Enzym Tyrosinhydroxylase (TH). Dadurch sollte geklärt werden, in wie weit die 
sogenannten NANC-Mediatoren eigenständig in Nervenfasern vorkommen oder als 
Kotransmitter cholinerger Neurone freigesetzt werden. Zur Vervollständigung der 
Studie wurde zusätzlich die NOS mittels NADPH-Diaphorase-Reaktion dargestellt. 
Ergänzend zum Respirationstrakt wurde auch die cholinerge Innervation des Ösophagus 
















2. Material und Methoden 
 
2.1 Versuchstiere und Gewebeaufbereitung 
 
Für die hier vorliegende Arbeit wurden fünf C57Bl6-Mäuse (ZTL, JLU Giessen) beider 
Geschlechter in einer geschlossenen Kammer durch Inhalation von Isofluran (Baxxter, 
Unterschleißheim, Deutschland) getötet (RPNr. GI 20/23-Nr. A5/2010). Die 
Thoraxpakete - bestehend aus Herz, Lunge, Ösophagus, Trachea, Thymus und Gefäßen 
- wurden sofort entnommen und in 4% Paraformaldehyd in 0,1 M Phosphatpuffer für 6 
h immersionsfixiert. Nach Ablauf dieser Zeit wurde die überschüssige Fixationslösung 
mehrmals mit 0,1 M Phosphatpuffer ausgewaschen und die Thoraxpakete zur 
Kryokonservation für 24 Stunden in 18% Saccharoselösung in 0,1 M Phosphatpuffer 
überführt. Anschließend wurde das Gewebe mittels Tissue-Tek (Sakura Finetek, 
Zoeterwoude, Niederlande) auf Filterpapier fixiert, in flüssigem Stickstoff 
schockgefroren und bis zur Verwendung bei -80°C gelagert. 
Für die nachfolgenden Versuchsreihen wurden von dem so präparierten Gewebe am 
Kryostaten (Leica CM 1900, Bensheim, Deutschland) 10 µm dünne Gefrierschnitte 
angefertigt, auf gelatinierte Objektträger aufgezogen und für eine Stunde bei 








Fluoreszenz- und Hellfeldmikroskop 
Deckgläschen 
Typ/Hersteller 
Leica CM 1900, Leitz (Bensheim, Deutschland) 
Scaltec SBA 53, ORION (Heiligenstadt, Deutschland) 
IKA RCT basic, safety control (Staufen, Deutschland) 
ORION model 410 A (Boston, USA) 
Typ B 5042, Heraeus (Hanau, Deutschland) 
Axioplan 2ee imaging, Carl Zeiss GmbH (Göttingen, 
Deutschland) 
R. Langenbrinck (Emmendingen, Deutschland) 




2.2 AChE–Histochemie kombiniert mit α-smooth-muscle-actin (α-SMA)-
Immunfluoreszenz 
 
Die luftgetrockneten 10 µm dünnen Schnitte wurden zunächst viermal jeweils zehn 
Minuten lang in PBS und anschließend zweimal fünf Minuten lang im 0,05 M 
Natriumacetatpuffer (pH 5,2) gewaschen. Im nächsten Schritt wurde eine Färbelösung 
aus 10 ml Lösung A, 100 µl Lösung B und 100 µl Lösung C (Zusammensetzung der 
Lösungen siehe unten) hergestellt. Die Schnitte wurden mit der Färbelösung bedeckt 
und in einer feuchten Kammer bei 37°C zwei Stunden inkubiert. Der Färbeprozess 
wurde nach Ablauf der vorgegebenen Zeit mit  zehnminütigem Waschen in Aqua dest. 
gestoppt. Anschließend folgte erneutes Waschen in PBS für zweimal fünf Minuten. 
Im nächsten Schritt folgte eine einstündige Inkubation mit aus 5% Rinderserumalbumin 
und 5% normalem Ziegenserum bestehender Blocklösung, gelöst in PBS. Nach Ablauf 
dieser Zeit wurde die Blocklösung abgesaugt und mit PBS+S auf eine Konzentration 
von 1:400 verdünnter FITC-konjugierter-α-smooth-muscle-actin-Antikörper (Tab. 2) 
auf die Schnitte aufgetragen. Die Inkubation in der feuchten Kammer erfolgte im 
Dunkeln und dauerte eine Stunde. Im Anschluss wurde der Antikörper abgesaugt, die 
Schnitte zweimal zehn Minuten lang in PBS gewaschen und mit gepuffertem Glycerol, 
pH 8,6, eingedeckt. 
Zur Auswertung diente ein Hellfeld- und Fluoreszenzmikroskop (Zeiss Axioplan 2 
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Missouri, USA 





2.2.2 Verwendete Lösungen 
 
Stammlösung A: 
400 ml Aqua dest. 
5 ml Triton X 100 (Serva, Heidelberg, Deutschland) 
1,64 g Natriumacetat (CH3COONa) (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
0,068 ml Eisessig (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
0,734 g Natriumcitrat (C5H5 Na3O7) x 2H2O (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
0,253 g Kupfersulfat (CuSO4) (zuvor in 20 ml Aqua dest. lösen) (Merck, Darmstadt, 
Deutschland) 
0,0855 g iso-OMPA (Tetra(monoisopropyl)pyrophosphortetramid, C12H32N4O3P2, 
Molekulargewicht 342,36) (Sigma, Seelze, Deutschland) 




0,05 g Acetylthiocholineiodid (AppliChem, BioChemica, Darmstadt, Deutschland) 
gelöst in 1 ml Aqua dest.; bei +4°C einen Monat haltbar 
Stammlösung C: 
Gesättigtes K3Fe(CN)6  (33% Kaliumferricyanid) (AppliChem, BioChemica, Darmstadt, 
Deutschland)  in Aqua dest.; bei +4°C eine Woche haltbar 
Die Färbelösung für die AChE-Histochemie wird hergestellt aus 10 ml Stammlösung A, 






2.3  Auswertung 
 
Unter dem Mikroskop wurden die Schnitte aller fünf Versuchstiere in unterschiedlichen, 
zufällig ausgewählten Ebenen in derselben Vergrößerung mit dem Hellfeldmikroskop 
betrachtet, die Bronchi und Bronchioli fotografiert und deren Durchmesser mithilfe 
eines Computerprogramms (Axio Vision, Zeiss, Jena, Deutschland) vermessen. Mit dem 
Fluoreszenzmikroskop erfolgte die Begutachtung des FITC-markierten Antikörpers und 
auf diese Weise die Darstellung der Atemwegsmuskulatur mit nachfolgender 
Flächenberechnung mittels Axio Vision. Im nächsten Schritt wurde die 
Innervationsdichte der Bronchi und Bronchioli mit cholinergen Fasern berechnet. 
Hierfür wurde das Bildbearbeitungsprogramm Image J (http://rsb.info.nih.gov./iJ/) 
verwendet, womit die Vermessung der Länge der einzelnen Fasern sowie die 
Vermessung der Muskelfläche möglich war. Im Anschluss erfolgte die Division der 
einzelnen Faserlängen durch die Muskelfläche. Diese Werte wurden für drei 
Größenklassen von Bronchi separat erhoben: 1) Durchmesser <100 µm, 2) Durchmeser 
zwischen 100 und 200 µm, 3) Durchmesser >200 µm. Die daraus resultierenden 
Ergebnisse wurden mit SPSS (SPSS Inc., München, Deutschland) in 
Boxplotdiagrammen visualisiert und unter Verwendung des nicht-parametrischen 
Friedman-Tests ausgewertet und, falls p < 0,05 in diesem Test erreicht wurde, 
nachfolgend mit dem Wilcoxon-Test im paarweisen Vergleich ausgewertet. 
 
  2.4 Immunhistochemie  
 
Für die immunhistochemische Untersuchung wurden die luftgetrockneten 
Gewebeschnitte zunächst für eine Stunde mit der Blocklösung (siehe Abschnitt 2.2.2) in 
einer feuchten Kammer inkubiert. Die Blocklösung sättigt unspezifische 
Proteinbindungsstellen und bewirkt durch das in ihr enthaltene Detergenz Tween 20 
eine Permeabilisierung der Membranen. Dies verbessert die Penetration des Antikörpers 
in die Zelle. Nach einer Stunde wurde die Blocklösung abgesaugt, die Primärantikörper 
(Tab. 4), verdünnt mit PBS+S (siehe Abschnitt 2.2.2), aufgetragen und über Nacht in 
einer feuchten Kammer inkubiert. Am nächsten Tag wurde der Primärantikörper 
abgesaugt, die Schnitte zweimal für jeweils zehn Minuten in PBS gewaschen und für 
eine Stunde mit einem Sekundärantikörper gegen Immunglobuline von Ziege und einem 
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weiteren Sekundärantikörper (Tab. 5) im Dunkeln inkubiert. Die Sekundärantikörper 
sind mit einem Fluoreszenzfarbstoff konjugiert und markieren den Primärantikörper. Im 
letzten Schritt wurden die Schnitte nach Ablauf der Inkubationszeit erneut zweimal in 
PBS gewaschen und anschließend mit carbonatgepuffertem Glycerol (pH 8,6) 
eingedeckt. 
Zur Auswertung diente ein Fluoreszenzmikroskop (Zeiss Axioplan 2 imaging, 




BP 450-492 nm 
     Sperrfilter 
BP 515-550 nm 
Cy3 BP 525-560 nm BP 570-650 nm 
Tab. 3 Charakteristika der Filter für die Fluoreszenzmikroskopie           





































































Temecula CA, USA 






























































































































































Tab. 5 Verwendete Primärantikörper im Rahmen der Doppelimmunfluoreszenz 
 
2.4.2 Verwendete Lösungen 
 
Blocklösung: 
10% normales Schweineserum (Schlachthof, Giessen, Deutschland) 
0,5% Tween 20 (Sigma, Seelze, Deutschland) 




PBS (Phosphate-buffered saline): 
28,75 ml 0,2 M NaH2PO4  (31,2 g /l NaH2PO4  x H2O; Merck, Darmstadt, Deutschland) 
96,2 ml 0,2 M Na2PO4  (17,8 g/l NaH2PO4  x H2O; Fluka, BioChemica, Steinheim, 
Deutschland) 
22,4 g NaCl 0,48% 
ad 5 l Aqua dest.  
 
PBS+S: 
PBS mit doppelter Menge NaCl 
 
Carbonatgepuffertes Glycerol: 
Carbonatpuffer (0,5 M NaHCO3 mit 0,5 M Na2CO3, pH 8,6) gemischt mit Glycerol 
(Merck, Darmstadt, Deutschland)  im Verhältnis 1:2 
 
Phosphatpuffer 0,1 M  (pH 7,4): 
230 ml 0,1 M NaH2PO4 (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
770 ml 0,1 M Na2PO4  (Fluka, BioChemica, Steinheim, Deutschland) 
Fixationslösung (pH 7,4): 
40 g Paraformaldehyd (Merck, Darmstadt, Deutschland) 
0,5 l Aqua dest. 
einige Tropfen  2 M NaOH, bis zum Aufklaren der Lösung 






0,5 g Chromalaun (Merck, Darmstadt, Deutschland) und 5 g Gelatine (AppliChem, 
BioChemica, Darmstadt, Deutschland)  in Aqua dest. auf 40° C erwärmen und auflösen. 
Auf Raumtemperatur abkühlen lassen.  
Lösung filtrieren und autoklavierte Objektträger für 10 Minuten eintauchen. Bei 37°C 




Der Aktivitätsnachweis der NOS erfolgt mitels NADPH-Diaphorase-Histochemie. 
Hierfür werden 10 µm dünne Gefrierschnitte für ca. zwei Minuten in 0,1 M 
Phosphatpuffer gestellt und anschließend mit der unten aufgeführten Reaktionslösung 
bedeckt. Nach einer 60-minütigen Inkubation bei 37° C wurden die Schnitte drei mal 




0,3 mg/ml Nitroblue Tetrazolium (Biomol, Hamburg, Deutschland)  mit 3 mg/ml 
NADPH (Biomol, Hamburg, Deutschland) mischen und als letztes 9 µl 0,3% Triton X-
100 (Serva, Heidelberg, Deutschland)  dazugeben, in 299 µl 0,1 M Phosphatpuffer (pH 










Die aufbereiteten Gewebe wurden mikroskopisch auf die Verteilung und Häufigkeit des 
jeweiligen Fasertyps untersucht. Die Ergebnisse wurden tabellarisch zusamengefasst 
und geben einen Durchschnitt wieder. 
 
3.1 Histochemische Darstellung der Acetylcholinesterase-Aktivität 
 
Durch Anwendung der AChE-Enzymhistochemie konnten cholinerge Fasern und unter 
zusätzlichem Einsatz des Antikörpers gegen α-smooth-muscle-actin die innervierte 
glatte Muskulatur der Bronchien und Bronchioli dargestellt werden. Daraus resultierte 
die Berechnung der Innervationsdichte. Die Bronchien wurden in drei Klassen 
unterteilt: unter 100 µm, zwischen 100 µm und 200 µm und über 200 µm im 
Durchmesser. Die Auswertung erfolgte nach dem im Kapitel 2.3 beschriebenen Schema. 
Hierbei zeigte sich, dass Bronchien mit einem Durchmesser von unter 100 µm 
gegenüber Bronchien mit einem Durchmesser von über 200 µm signifikant dichter 





Abb.1: Quantitative Analyse der AChE-Histochemie. Darstellung der Innervationsdichte der 
Atemwegsmuskulatur durch cholinerge Nervenfasern in Abhängigkeit der Bronchusgröße. 
Durch Boxplotdiagramme werden die Quartile 0-100 bei N=5 Tieren dargestellt. P-Werte 
wurden mithilfe des Wilcoxon-Rangsummentests nach vorausgegangenem globalen Friedman-
Test ermittelt. 
 
3.2. Doppelmarkierung von VAChT und PGP 9.5 
 
3.2.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/PGP 9.5 +/+ Fasern 
Im respiratorischen Epithel von Trachea, Bronchien und Bronchioli konnte dieser 
Fasertyp nicht nachgewiesen werden. In der Lamina propria der Trachea und Bronchien 
hingegen zeigten sich wenige immunreaktive Fasern  auf (Abb. 2, Abb. 3). Die glatte 
Muskulatur sowohl in der Trachea als auch in den Bronchien wies zahlreiche 
VACHT/PGP 9.5 +/+ Fasern (Abb. 2, Abb. 3, Abb. 4, Abb. 5) und die 
Innervationsdichte nahm im Vergleich zur Lamina propria deutlich zu. In der 
Alveolarregion konnten keine immunreaktiven Fasern nachgewiesen werden. Die intra- 
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und extrapulmonalen Arterien wurden von VAChT/ PGP 9.5 +/+
 
Fasern hauptsächlich 
im extrapulmonalen und nur vereinzelt im intrapulmonalen Teil innerviert (Abb. 8, Abb. 
9). Im Gegensatz dazu konnte eine ubiquitäre Innervation der mit Kardiomyozyten 
umgebenen Abschnitte der Pulmonalvenen nachgewiesen werden (Abb. 10, Abb. 11), 
wobei die extrapulmonalen Venen stärker als die intrapulmonalen innerviert waren 
(Abb. 10). 
 
VAChT/PGP 9.5 +/- Fasern 
Dieser Fasertyp wurde in keinem der untersuchten Abschnitte nachgewiesen. 
  
VAChT/PGP 9.5 -/+ Fasern 
Die Lamina propria und die glatte Muskulatur von Trachea und Bronchien zeigten 
wenige VAChT/PGP 9.5 -/+ positive Fasern (Abb. 2, Abb. 3, Abb. 4, Abb. 5). Auch im 
respiratorischen Epithel wurde dieser Fasertyp nicht nachgewiesen. Die pulmonalen 
Venen und Arterien wurden von VAChT/PGP 9.5-/+  Fasern innerviert, zeigten aber 
intra- und extrapulmonal eine geringe Innervationsdichte (Abb. 8, Abb. 9, Abb. 10, Abb. 
11). In der Alveolarregion wurden einzelne immunreaktive Fasern nachgewiesen (Abb. 
7). Die Pleura wurde vereinzelt durch PGP 9.5-immunreaktive Fasern innerviert (Abb. 
6). 
 
3.2.2 Herz, Koronararterien und Ösophagus 
 
VAChT/PGP 9.5 +/+ Fasern 
In der kardialen Muskulatur konnte sowohl im Epikard, als auch im Myo- und 
Endokard vereinzelt eine Innervation durch VAChT/PGP 9.5 +/+ Fasern dargestellt 
werden (Abb. 12, Abb. 13, Abb. 14). Auch die  Koronararterien zeigten wenige positive 
Fasern (Abb. 15). Im Ösophagus war die Tunica muscularis stärker innerviert als die 




VAChT/PGP 9.5 -/+ Fasern 
In allen kardialen Schichten lies sich eine Innervation durch PGP 9.5-positive Fasern 
nachweisen (Abb. 12, Abb. 13, Abb. 14), wobei das Epikard insgesamt eine höhere 
Innervationsdichte als das Myo- und Endokard aufwies (Abb. 14). Ebenso wurden die 
Koronararterien ähnlich intensiv wie das Epikard innerviert (Abb. 15). Im Ösophagus 
zeigte sich eine ähnliche Innervationsdichte in der Lamina propria und der Lamina 
muscularis, die Lamina muscularis mucosae wurde etwas schwächer innerviert (Abb. 
16). 
 
3.2.3 Parasympathische Ganglien 
 
In den parasympathischen Ganglien konnten immunreaktive Zellkörper und Fasern 
nachgewiesen werden (Abb. 17). Für VAChT wurde eine deutlich schwächere 
Immunreaktion in den Zellkörpern und Fasern beobachtet als für PGP 9.5 allein. Fasern 
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         Tab. 6 Innervationsdichte von VAChT und PGP 9.5 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; + geringe Innervation; (+) vereinzelte Innervation;                                     







Abb. 2:  
Trachea, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 3:  
Bronchus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 










Abb. 4:  
Bronchus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
E = Epithel, M = glatte Muskulatur 
 
 
Abb. 5:  
Bronchiolus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
E = Epithel, M = glatte Muskulatur 
 
 
Abb. 6:  
Pleura, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 und PGP/VAChT 
+/+





Abb. 7:  
Alveolarregion, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 und PGP/VAChT 
+/+




Abb. 8:  
Pulmonalarterie extrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 










Abb. 9:  
Pulmonalarterie intrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 10:  
Pulmonalvene extrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 11:  
Pulmonalvene intrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+










 Epikard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 und PGP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 13:  
Endokard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 14:  
Myokard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+









Abb. 15:  
Koronararterie, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+








Abb. 16:  
Ösophagus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 








Abb. 17:  
Ganglion, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
    = PGP/VAChT 
+/+ 
Fasern und Zellkörpern in einem Ganglion, PGP/VAChT 
+/-
 Fasern wurden 
in geringerer Zahl ebenfalls markiert, an diesem Präparat jedoch nicht separat dargestellt,  
PGP/VAChT 
-/+
 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
3.3  Doppelmarkierung von VAChT und VIP 
3.3.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/VIP +/+ Fasern 
Eine Innervation mit diesem Fasertyp wurde in keinem der untersuchten Abschnitte 
nachgewiesen. 
 
VAChT/VIP +/- Fasern 
Im gesamten respiratorischen Epithel sowohl der Trachea als auch der Bronchien konnte 
keine Innervation durch VAChT-positive Fasern nachgewiesen werden. Die Lamina 
propria der Trachea und der Bronchien zeigte eine spärliche Innervation, während die 
glatte Muskulatur dieser Abschnitte eine hohe Innervationsdichte aufwies (Abb. 18, 
Abb. 19). Die glatte Muskulatur der Bronchioli hingegen zeigte deutlich weniger 
immunreaktive Fasern (Abb. 20). Die extrapulmonalen Arterien waren im Gegensatz zu 
den intrapulmonalen Arterien innerviert. Die Pulmonalvenen zeigten extrapulmonal eine 
stärkere Innervation durch VAChT/VIP +/- Fasern als intrapulmonal (Abb. 21). Die 




VAChT/VIP -/+ Fasern 
Das respiratorische Epithel wurde durch diesen Fasertyp nicht innerviert und auch in 
der Lamina propria der Trachea und Bronchien konnten keine immunreaktiven Fasern 
nachgewiesen werden. Die glatte Muskulatur der Bronchien wurde vereinzelt an sehr 
wenigen Stellen innerviert, während VAChT/VIP -/+ Fasern in der glatten Muskulatur 
der Trachea und Bronchioli nur selten beobachtet werden konnten. Die Pleura und die 
Alveolarregion waren nicht innerviert, ebenso enthielten die Pulmonalarterien keine 
immunreaktiven Fasern. Die Pulmonalvenen zeigten intra- und extrapulmonal eine 
geringe Innervationsdichte (Abb. 21). 
 
3.3.2 Herz, Koronararterien und Ösophagus 
 
VAChT/VIP +/+ Fasern 
In den untersuchten Abschnitten konnte dieser Fasertyp nicht nachgewiesen werden. 
 
VAChT/VIP +/- Fasern 
In den koronaren Muskelschichten zeigten sowohl das Myokard als auch das Epi- und 
vereinzelt das Endokard immunreaktive Fasern, und auch die Koronararterien wurden 
spärlich durch cholinerge Fasern innerviert. Im Ösophagus konnte in allen Schichten 
eine äquivalente Verteilung VAChT-positiver Fasern nachgewiesen werden (Abb. 22, 
Abb. 23). 
 
VAChT/VIP -/+ Fasern 
Das Epi- und Endokard waren nicht innerviert, hingegen konnten im Myokard VIP-
positive Fasern nachgewiesen werden. Die Koronararterien waren wenig innerviert. Im 
Ösophagus konnte eine Innervation aller drei Schichten beobachtet werden, wobei die 
Tunica muscularis mucosae eine stärkere Innervationsdichte gegenüber der Lamina 




3.3.3 Parasympathische Ganglien 
 
In den parasympathischen Ganglien konnte keine Immunreaktion für VIP in den 
Zellkörpern beobachtet werden, auch wurden keine immunreaktiven Fasern für VIP 
nachgewiesen. Es war eine ausgeprägte rein cholinerge Innervation der Zellkörper 
nachweisbar, ebenfalls zeigten sich reichlich cholinerge Nervenfasern (Abb. 24). Das 
Markierungsmuster VAChT/VIP +/+ wurde weder an Zellkörpern noch an Nervenfasern 
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         Tab. 7 Innervationsdichte von VAChT und VIP 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; + geringe Innervation; (+) vereinzelte Innervation;                                     







Abb. 18:  
Bronchus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 Fasern wurden vereinzelt in der Muskulatur nachgewiesen, in 
diesem Präparat jedoch nicht dargestellt, VIP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 19:  
Bronchus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 Fasern wurden vereinzelt in der Muskulatur nachgewiesen, in 
diesem Präparat jedoch nicht dargestellt, VIP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 








Abb. 20:  
Bronchiolus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 Fasern und VIP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 
E = Epithel 
 
 
Abb. 21:  
Pulmonalvene,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =VIP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 22:  
Ösophagus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =VIP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 23:  
Ösophagus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




Fasern wurden in geringer Dichte in allen drei Schichten 
nachgewiesen, an diesem Präparat jedoch nicht dargestellt,VIP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 




Abb. 24:  
Ganglion,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 und VIP/VAChT 
+/+
 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
3.4 Doppelmarkierung von VAChT und NPY 
3.4.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/NPY +/+ Fasern 
In den untersuchten Abschnitten wurde eine Innervation mit diesem Fasertyp nur 
vereinzelt in den extrapulmonalen Pulmonalvenen beobachtet. Die übrigen untersuchten 
Gewebe wurden nicht durch diesen Fasertyp innerviert.  
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VAChT/NPY +/- Fasern 
Das Epithel der Trachea und Bronchien war nicht innerviert. In der Lamina propria der 
Trachea und Bronchien zeigten sich immunreaktive Fasern, deren Anzahl und Dichte 
zum glatten Muskel hin deutlich zunahm (Abb. 25, Abb. 26). Die glatte Muskulatur der 
Trachea und Bronchien war reichlich innerviert, die Innervation der glatten Muskulatur 
der Bronchioli fiel etwas spärlicher aus (Abb. 27). Die Pleura und die Alveolarregion 
waren nicht innerviert. Die Pulmonalarterien zeigten intra- und extrapulmonal eine 
spärliche Innervation durch VAChT/NPY +/- Fasern, die Pulmonalvenen waren 
hingegen sowohl intra- als auch extrapulmonal deutlich intensiver innerviert (Abb. 28). 
 
VAChT/NPY -/+ Fasern 
Eine Innervation des Epithels war nicht nachweisbar. Die Lamina propria der Trachea, 
nicht jedoch die der Bronchien zeigte eine geringe Innervation durch immunreaktive 
Fasern. Die glatte Muskulatur von Trachea und Bronchien war in etwa gleich intensiv 
innerviert, in den Bronchioli ließen sich hingegen weniger immunreaktive Fasern 
nachweisen (Abb. 25, Abb. 26, Abb. 27). Eine Innervation der Pleura und der 
Alveolarregion wurde nicht beobachtet. Die Pulmonalarterien zeigten intra- und 
extrapulmonal vereinzelt immunreaktive Fasern, ebenso waren die Pulmonalvenen 
extra- und intrapulmonal wenig innerviert (Abb. 28). 
 
3.4.2.Herz, Koronararterien und Ösophagus 
 
VAChT/NPY +/+ Fasern 
Lediglich im Epikard und um Koronararterien konnten vereinzelt VAChT/NPY +/+ 
Fasern beobachtet werden, in allen übrigen Abschnitten wurde keine Kolokalisation von 






VAChT/NPY +/- Fasern 
Sowohl Myokard als auch im Endo- und Epikard konnten immunreaktive Fasern 
nachgewiesen werden (Abb. 31, Abb. 32). Die Koronararterien wurden ebenfalls 
cholinerg innerviert, jedoch deutlich geringer als das Myokard (Abb. 29, Abb. 30). Im 
Ösophagus zeigten sich immunreaktive Fasern in der Lamina propria, Tunica 
muscularis mucosae und Tunica muscularis (Abb. 33). In allen drei Schichten zeigte 
sich eine vergleichbare Innervationsdichte. 
 
VAChT/NPY -/+ Fasern 
Es konnte eine Innervation des Epi- und Myokards beobachtet werden (Abb. 31, Abb. 
32), wobei das Myokard eine größere Innervationsdichte aufwies (Abb. 32). Im 
Endokard wurden keine immunreaktiven Fasern nachgewiesen. Die Koronararterien 
waren innerviert (Abb. 29, Abb. 30). Im Ösophagus zeigte sich eine schwache 
Innervation aller drei Schichten (Abb. 33). 
 
3.4.3 Parasympathische Ganglien 
 
Die Zellkörper waren für VAChT/NPY +/+ und für VAChT/NPY+/- immunreaktiv. Rein 
NPY-positive Zellkörper wurden nicht nachgewiesen, jedoch konnten vereinzelt NPY-
positive Nervenfasern beobachtet werden. Nervenfasern, die sowohl für VAChT als 
auch für NPY immunreaktiv waren, wurden nicht dargestellt, rein cholinerge 
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         Tab. 8 Innervationsdichte von VAChT und NPY 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; + geringe Innervation; (+) vereinzelte Innervation;                                     







Abb. 25:  
Trachea, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 Fasern wurden in der Lamina propria und der Muskulatur 
nachgewiesen, an diesem Präparat jedoch nicht dargestellt, NPY/VAChT 
+/+
 Fasern wurden 
nicht nachgewiesen. 





Abb. 26:  
Bronchus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 




 Fasern wurden in der Lamina propria und der Muskulatur 
nachgewiesen, an diesem Präparat jedoch nicht dargestellt, NPY/VAChT 
+/+
 Fasern wurden 
nicht nachgewiesen. 





Abb. 27:  
Bronchiolus und Pulmonalvene, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 28:  
Pulmonalvene extrapulmonal, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+
,     =NPY/VAChT 
+/-





Abb. 29:  
Koronararterie, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+
,     =NPY/VAChT 
+/-






Abb. 30:  
Koronararterie, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+
,     =NPY/VAChT 
+/-





Abb. 31:  
Epikard, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+
,     =NPY/VAChT 
+/-





Abb. 32:  
Myokard, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+









Abb. 33:  
Ösophagus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
Tm =Tunica muscularis, Lmm = Lamina muscularis mucosae, E = Epithel 
 
 
Abb. 34:  
Ösophagus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
Tm = Tunica muscularis 
 
 
Abb. 35:  
Ganglion, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =NPY/VAChT 
-/+
,     =NPY/VAChT 
+/-





3.5 Doppelmarkierung von VAChT und TH 
 
3.5.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/TH +/+ Fasern 
Dieser Fasertyp konnte in den untersuchten Gewebeschichten nicht dargestellt werden. 
 
VAChT/TH +/- Fasern 
Dieser Fasertyp verhält sich wie bereits unter VAChT/VIP +/- (Kapitel 3.3.1) und 
VAChT/NPY+/- (Kapitel 3.4.1) beschrieben. 
 
VAChT/TH -/+ Fasern 
Im respiratorischen Epithel von Trachea und Bronchien wurden keine immunreaktiven 
Fasern nachgewiesen, es zeigte sich jedoch eine Innervation der glatten Muskulatur der 
Trachea, der Bronchi und Bronchioli, wobei die Muskulatur der Trachea am kräftigsten 
innerviert war (Abb. 30, Abb. 31). In der Pleura und der Alveolarregion wurden keine 
VAChT/TH -/+ Fasern nachgewiesen. Die Pulmonalarterien waren extrapulmonal (Abb. 
32), nicht jedoch intrapulmonal oder intraazinär innerviert, während die Pulmonalvenen 
sowohl intra- als auch extrapulmonal immunreaktive Fasern aufwiesen (Abb. 33). 
 
3.5.2 Herz, Koronargefäße und Ösophagus 
 
VAChT/ TH +/+ Fasern 






VAChT/TH +/- Fasern 
Dies wurde in den vorangehenden Abschnitten bereits beschrieben (siehe Kapitel 3.3.2 
und Kapitel 3.4.2) 
 
VAChT/TH -/+ Fasern 
In den Koronararterien, im Epikard und Myokard gelang der Nachweis immunreaktiver 
Fasern, wobei das Myokard etwas stärker innerviert war. Eine Innervation des 
Endokards wurde nicht dargestellt. Im Ösophagus waren die Lamina muscularis 
mucosae und die Tunica muscularis, nicht jedoch die Lamina prop ria innerviert (Abb. 
40). 
 
3.5.3 Parasympathische Ganglien 
 
Die parasympathischen Ganglien zeigten vereinzelt immunreaktive Fasern für TH und 
reichlich VAChT-positive Fasern. Die Zellkörper waren cholinerg, nicht aber 
noradrenerg  innerviert (Abb. 41). VAChT/TH +/+ wurde weder in den Zellkörpern 
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         Tab. 9 Innervationsdichte von VAChT und TH 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; + geringe Innervation; (+) vereinzelte Innervation;                                     








Trachea, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 37:  
Bronchus, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
E = Epithel, M = glatte Muskulatur. Zur besseren Darstellung sind immunreaktive Fasern im 








Abb. 38:  
Arterie extrapulmonal, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 39:  
Pulmonalvene extrapulmonal, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
 
Abb. 40:  
Ösophagus, Tunica muscularis, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+








Abb. 41:  
Ganglion, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =TH/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
 
3.6 Doppelmarkierung von VAChT und CGRP 
3.6.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/CGRP +/+ Fasern  
Dieser Fasertyp wurde in den untersuchten Gewebeschichten nicht nachgewiesen. 
  
VAChT/CGRP +/- Fasern 
Auf die Beschreibung dieses Fasertyps wurde bereits in den vorangegangenen Kapiteln 
eingegangen (siehe Kapitel 3.3.2 und Kapitel 3.4.1). 
 
VAChT/CGRP -/+ Fasern 
Eine Innervation des Epithels wurde nicht nachgewiesen. Die Lamina propria der 
Trachea, nicht jedoch die der Bronchien, wies vereinzelt immunreaktive Fasern auf, 
während die glatte Muskulatur sowohl der Trachea als auch der Bronchien und 
Bronchioli innerviert war (Abb. 42, Abb. 43, Abb. 44, Abb. 45). Die Innervation der 
glatten Muskulatur der Trachea und Bronchien war ähnlich stark ausgeprägt, die 
Muskulatur der Bronchioli wies hingegen eine geringere Innervationsdichte auf (Abb. 
42, Abb. 43, Abb. 45). In der Pleura wurden keine, in der Alveolarregion hingegen 
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vereinzelt immunreaktive Fasern nachgewiesen (Abb. 46). Die Pulmonalarterien zeigten 
sowohl intra- als auch extrapulmonal eine geringe Innervation durch VAChT/CGRP -/+ 
Fasern (Abb. 49). Auch die Pulmonalvenen waren intra- und extrapulmonal innerviert 
und wiesen eine ähnliche Innervationsdichte wie die Pulmonalarterien auf (Abb. 47, 
Abb. 48). 
 
3.6.2 Herz, Koronararterien und Gefäße 
 
VAChT/CGRP +/+ Fasern 
Dieser Fasertyp wurde in den untersuchten Abschnitten nicht nachgewiesen. 
 
VAChT/CGRP +/- Fasern 
Die Beschreibung der VAChT positiven Fasern ist bereits in den vorausgegangen 
Kapiteln erfolgt (siehe Kapitel 3.3.2 und Kapitel 3.4.2). 
 
VAChT/CGRP -/+ Fasern 
Im Epi-, Endo- und Myokard gelang die Darstellung weniger immunreaktiver Fasern 
(Abb. 51, Abb. 52, Abb. 53). Die Koronarterien wurden durch VAChT/CGRP -/+ 
innerviert und zeigten eine ähnliche Innervationsdichte wie das Epi- und Myokard 
(Abb. 50). Im Ösophagus konnte in allen drei Schichten eine ähnlich ausgeprägte 
Verteilung immunreaktiver Fasern beobachtet werden (Abb. 54). 
 
3.6.3 Parasympathische Ganglien 
 
Die Zellkörper parasympathischer Ganglien waren immunreaktiv für VAChT, nicht 
jedoch für CGRP, während in den Nervenfasern eine jeweils separate Immunreaktion 
für VAChT und für CGRP beobachtet werden konnte  (Abb. 55). VAChT/CGRP +/+ 
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         Tab. 10 Innervationsdichte von VAChT und CGRP 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; (+) geringe Innervation; (+) vereinzelte 













Abb. 42:  
Trachea, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 





Abb. 43:  
Trachea, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 









Abb. 44:  
Bronchus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 





Abb. 45:  
Bronchus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 








Abb. 46:  
Alveolaregion, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 















Abb. 47:  
Pulmonalvene, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+













Abb. 48:  
Pulmonalvene, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+









Abb. 49:  
Pulmonalarterie, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+













Abb. 50:  
Koronararterie, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+








Abb. 51:  
Myokard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+








Abb. 52:  
Endokard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 













Abb. 53:  
Epikard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 












Abb. 54: Ösophagus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+




 Fasern wurden nicht 
nachgewiesen. 
E = Epithel, Lmm = Lamina muscularis mucosae, Tm = Tunica muscularis 
 
Abb. 55:  
Ganglion, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
   =CGRP/VAChT 
-/+








3.7 Doppelmarkierung von VAChT und SP 
3.7.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
VAChT/SP +/+ 
Dieser Fasertyp wurde in den untersuchten Gewebeschichten nicht nachgewiesen. 
 
VAChT/SP +/- Fasern 
Dieser Fasertyp wurde bereits in den vorangehenden Kapiteln beschrieben (siehe 
Kapitel 3.3.1 und Kapitel 3.4.1). 
 
VAChT/SP -/+ Fasern 
Das Epithel war nicht innerviert. In der Lamina propria der Trachea und in den 
Bronchioli wurden wenige immunreaktive Fasern markiert (Abb. 56, Abb. 57). Eine 
Innervation der glatten Muskulatur lies sich sowohl in der Muskulatur der Trachea als 
auch in der der Bronchi und Bronchioli beobachten, wobei die Trachealmuskulatur 
intensiver innerviert war (Abb. 56, Abb. 57). Immunreaktive Fasern konnten weder in 
der Pleura noch in der Alveolarregion nachgewiesen werden. Die Pulmonalarterien 
waren extrapulmonal vereinzelt innerviert, intrapulmonal zeigte sich lediglich eine 
punktuelle Innervation und intraazinär konnte keine Innervation bobachtet werden. 
Auch die Pulmonalvenen waren extrapulmonal, nicht jedoch intrapulmonal innerviert 
(Abb. 58). 
 
3.7.2 Herz, Koronararterien und Ösophagus 
 
VAChT/SP +/+ Fasern 





VAChT/SP +/- Fasern 
Die Beschreibung dieses Fasertyps erfolgte bereits in den vorausgegangenen 
Abschnitten (siehe Kapitel 3.2.2 und 3.3.2). 
 
VAChT/ SP -/+ Fasern 
In den kardialen Muskelschichten zeigte lediglich das Myokard vereinzelt 
immunreaktive Fasern (Abb. 61), das Epi- und Endokard hingegen waren nicht durch 
SP innerviert. Die Koronararterien wiesen vereinzelt SP-positive Fasern auf (Abb. 59, 
Abb. 60). Im Ösophagus waren alle drei Schichten innerviert, wobei die Tunica 
muscularis insgesamt eine geringere Innervationsdichte als die Lamina propria und die 
Lamina muscularis mucosae aufwies (Abb. 62). 
 
3.7.3 Parasympathische Ganglien 
 
Sowohl die Zellkörper als auch die Nervenfasern parasympathischer Ganglien waren 
VAChT-immunreaktiv. Ein Nachweis SP-positiver Fasern gelang nur in den 
Nervenfasern, die Zellkörper waren nicht immunreaktiv für SP (Abb. 63). Fasern, die 
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         Tab. 11 Innervationsdichte von VAChT und SP 
+++ dichte Innervaton; ++ weniger dichte Innervation; + geringe Innervation; (+) vereinzelte Innervation;                                     






Abb. 56:  
Trachea, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
E = Epithel, Lp = Lamina propria, M = glatte Muskulatur 
 
 
Abb. 57:  
Bronchus, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
E = Epithel, M = glatte Muskulatur 
 
 
Abb. 58:  
Pulmonalvene extrapulmonal, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-








Abb. 59:  
Koronararterie, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. Zur 




Abb. 60:  
Koronararterie, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. Zur 








Abb. 61:  
Myokard, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. Zur 
besseren Darstellung sind immunreaktive Fasern im Bildausschnitt links vergrößert dargestellt. 
 
 
Abb. 62:  
Ösophagus, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 




Abb. 63:  
Ganglion, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz, Maßstab 50 µm 
     =SP /VAChT 
+/-




 Fasern wurden nicht nachgewiesen. 
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3.8  Darstellung der Stickstoffoxidsynthase durch die NADPH-Diaphorase-Reaktion in 
den Brustraumorganen 
 
3.8.1 Trachea, Lunge und Pulmonalgefäße 
 
In der glatten Muskulatur der Trachea konnten NADPH-postive Fasern dargestellt 
werden und das Trachealepithel zeigte eine positive Reaktion für NADPH-Diaphorase-
Aktivität (Abb. 77). Das respiratorische Epithel der Bronchien zeigte sowohl in den 
kleinen als auch in den großen Bronchien eine positive NADPH-Diaphorase Reaktion 
(Abb. 75, Abb. 76). NADPH-positive Fasern konnten in der glatten Muskulatur der 
Bronchien, nicht aber in der der Bronchioli nachgewiesen werden. Im Vergleich zur 
Lamina propria wurden in der glatten Muskulatur mehr NADPH-positive Fasern 
markiert. In den Lungenarterien wurden einige NADPH-positive Fasern nachgewiesen, 
hauptsächlich jedoch zeigte sich eine ausgeprägte NADPH-Diaphorase-Reaktion des 
Endothels (Abb. 75). Auch in den Pulmonalvenen wiesen einige Nervenfasern eine 
positive NADPH-Diaphorase-Reaktion auf (Abb. 74). 
 
3.8.2 Herz, Aorta und Ösophagus 
 
Sowohl im Epi-, Myo- als auch im Endokard konnten NOS-positive Fasern dargestellt 
werden, auch die Koronararterien zeigten eine positive Reaktion im Endothel (Abb. 68, 
Abb. 69, Abb. 70, Abb. 71, Abb. 73). In allen Schichten des Ösophagus wurden positive 
Fasern nachgewiesen, wobei die Dichte in der Lamina propria verglichen mit der 
Lamina muscularis mucosae und der Tunica muscularis deutlich geringer war (Abb. 64, 
Abb. 65, Abb. 66, Abb. 67).  
 
3.8.3 Parasympathische Ganglien 
 
Eine positive NADPH-Diaphorase-Reaktion wurden in den parasympathischen 
Ganglien an den Atemwegen nicht nachgewiesen. In einigen Neuronen kardialer 
Ganglien und in Ganglien des Ösophagus konnte jedoch eine positive NOS-Reaktion 
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dargestellt werden, einige Fasern zeigten sich ebenfalls immunreaktiv für NOS (Abb. 
65, Abb. 66, Abb. 68, Abb. 69, Abb. 72). 
 
 
Abb. 64:  
Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E = Epithel, Lp = Lamina propria, Lmm = Lamina muscularis mucosae, Tm = Tunica 




Abb. 65:  
Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E = Epithel, Lp = Lamina propria, Lmm = Lamina muscularis mucosae, Tm = Tunica 






Abb. 66:  
Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E = Epithel, Lp = Lamina propria, Lmm = Lamina muscularis mucosae, Tm = Tunica 
muscularis, G = Ganglienzellkörper,         markiert positive Nervenfasern 
 
 
Abb. 67:  
Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E = Epithel, Lp = Lamina propria, Lmm = Lamina muscularis mucosae, Tm = Tunica 
muscularis,         markiert die positive Nervenfasern 
 
 
Abb. 68: Myokard, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 




Abb. 69: Myokard, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 




Abb. 70:  




Abb. 71:  





Abb. 72:  
Kardiales Ganglion mit Ganglienzellkörper, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 




Abb. 73:  





Abb. 74:  





Abb. 75:  
Bronchiolus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E= Epithel,        markiert positives Bronchialepithel 
 
 
Abb. 76:  
Bronchus, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 
E= Epithel , M= glatter Muskel,       markiert positives Bronchialepithel 
 
 
Abb. 77:  
Trachea, NADPH-Diaphorase-Reaktion, Maßstab 50 µm 





Der Schwerpunkt der vorliegenden Diskussion liegt auf der Innervation des 
Respirationstraktes. Ergänzend wurden Befunde zur Innervation des Herzens erhoben, 
wobei keine Unterscheidung zwischen rechtem und linkem Herzen oder zwischen 
Vorhof und Kammer getroffen wurde. Von Interesse war hierbei die Innervation der 
Herzmuskelschichten und der Koronargefäße. Die Analyse der Innervation des 
Ösophagus diente aufgrund der bekannten Reaktion als Positivkontrolle und wird nur in 
Bezug zur Innervation des Respirationstraktes näher diskutiert. 
 
4.1 Innervationsdichte cholinerger Fasern 
 
Um die Innervation des Respirationstraktes durch cholinerge Fasern zu untersuchen, 
wurde in der vorliegenden Arbeit eine histochemische Darstellung der AChE bei 
gleichzeitiger Markierung der glatten Muskulatur mit Hilfe eines Antikörpers gegen 
glattmuskuläres α-Aktin an der Mauslunge angewandt. Dabei zeigte sich, dass 
cholinerge Nervenfasern in der Lamina propria und in der glatten Muskulatur großer 
Bronchien bis in die Bronchioli zu finden waren und das respiratorische Epithel nicht 
durch cholinerge Fasern versorgt wurde. Die größte Innervationsdichte wiesen 
Bronchien mit einem Durchmesser unter 100 µm auf. El-Bermani et al. konnten am 
Rhesus-Affen eine cholinerge Innervation der glatten Muskulatur und der Lamina 
propria größerer Bronchien bis in die Bronchioli mit von proximal nach distal 
abnehmender Innervationsdichte darstellen (El-Bermani and Grant, 1975; El-Bermani et 
al., 1982). Die größte Dichte AChE-positiver Fasern zeigte sich dabei an den 
Bifurkationspunkten des Bronchialbaumes (El-Bermani und Grant, 1975). Entgegen den 
Ergebnissen der vorliegenden Arbeit konnten am Rhesus-Affen jedoch cholinerge 
Fasern im Epithel markiert werden (El-Bermani und Grant, 1975; El-Bermani et al., 
1982). In Untersuchungen am Hund wurden AChE-haltige Fasern in der Alveolarregion 
nachgewiesen (Hirsch und Kaiser, 1969), was in der vorliegenden Arbeit an der Maus 
nicht gelang. Das Verteilungsmuster cholinerger Fasern im bronchialen System und die 
Erkenntnis, dass der Respirationstrakt nicht in jedem Abschnitt dieselbe 
Innervationsdichte cholinerger Fasern enthält, ist wichtig für das Verständnis 
pathophysiologischer Vorgänge chronisch-entzündlicher Lungenerkrankungen wie 
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Asthma bronchiale oder COPD. Durch hypoxische Reflexe bewirken cholinerge 
perimuskuläre Fasern eine Bronchokostriktion (Delpierre et al., 1980; Nadel und 
Widdicombe, 1962) und führen zu Umbauvorgängen des Lungengewebes im Rahmen 
der Inflammation (Gosens et al., 2006).  
 
4.2 Die Innervation des Respirationstrakts und der Pulmonalgefäße 
4.2.1 PGP 9.5-immunreaktive Fasern 
 
Im Rahmen der Untersuchungen der hier vorliegenden Arbeit konnten PGP 9.5- 
immunreaktive Fasern in der Trachea, der glatten Muskulatur der intra- und 
extrapulmonalen Atemwege, sowie vereinzelt in der Pleura und Alveolarregion 
nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse entsprechen früheren Publikationen 
(Kusindarta et al., 2004; Larson et al., 2003; Weichselbaum et al., 1996). Dabei zeigten 
sich immunreaktive Fasern in der Trachea und den intra- und extrapulmonalen Bronchi 
in ihrer stärksten Ausprägung in der glatten Muskulatur und schwächer werdend in der 
Lamina propria. Auch die glatte Muskulatur der Brochioli war durch PGP 9.5-
immunreaktive Fasern innerviert, jedoch weniger intensiv verglichen mit Trachea und 
Bronchi. Wie bereits Larson et al. 2003 nachweisen konnten, fiel auch hier eine 
abnehmende Nervenfaserdichte von proximal nach distal auf. Anders als in 
vorangegangen Studien (Larson et al., 2003) konnte keine Innervation des 
respiratorischen Epithels nachgewiesen werden. Der Nachweis PGP 9.5-immunreaktiver 
Fasern in der Alveolarregion, der erstmals durch Springall et al. 1990 an der Ratte 
erbracht wurde, kann durch diese Arbeit an der Maus bestätigt werden. In früheren 
Arbeiten zeigten parasympathische thorakale Ganglien sowohl intra- als auch 
extrapulmonal eine Immunreaktivität für PGP 9.5 (Canning und Fischer, 1997; 
Kusindarta et al., 2004), was sich auch in unseren Untersuchungen reproduzieren ließ. 
Innerhalb thorakaler Ganglien zeigten sich nur vereinzelt nicht-cholinerge PGP 9.5-
positive Fasern, während cholinerge Fasern reichlich vorhanden waren. Die pulmonalen 
Arterien und Venen wurden sowohl intra- als auch extrapulmonal durch PGP 9.5-
positive Fasern innerviert. Hierbei fiel auf, dass die Venen stärker durch PGP 9.5-
immunreaktive Fasern innerviert wurden als die Arterien, dabei ließ sich extrapulmonal 
eine leicht höhere Innervationsdichte beobachten. Diese Beobachtungen entsprechen 
den Ergebnissen vorangegangener Studien (Kusindarta et al., 2004). 
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Insgesamt ließ sich mit Ausnahme des respiratorischen Epithels eine Immunreaktivität 
für PGP 9.5 in Nervenfasern aller untersuchter Gewebeschichten nachweisen. Durch die 
Verwendung dieses generellen Neuronen-spezifischen Markers konnte zunächst die 
Gesamtinnervation der thorakalen Organe dargestellt werden. 
 
4.2.2 VAChT-immunreaktive Nervenfasern 
 
In der vorliegenden Arbeit ließen sich VAChT-immunreaktive Fasern in der gesamten 
glatten Muskulatur von Trachea bis in die Bronchiolen nachweisen. Die Lamina propria 
war weniger dicht innerviert und im respiratorischen Epithel konnte keine 
Immunreaktion beobachtet werden. Dies entspricht den Ergebnissen vorangegangener 
Studien (Canning und Fischer, 1997; Kusindarta et al., 2004; Weichselbaum et al., 
1996). Die Innervationsdichte nahm von proximal nach distal ab. Eine Innervation der 
Pleura oder der Alveolarregion lag nicht vor. In ihren Untersuchungen an der 
Meerschweinchenlunge 1997 gelang es Canning und Fischer ebenfalls nicht, eine 
cholinerge Innervation der Alveolen nachzuweisen (Canning und Fischer, 1997). Jedoch 
konnten die Autoren, genauso wie Kusindarta et al. 2004, eine Immunreaktion für 
VAChT in parasympathischen lokalen Atemwegsganglien darstellen und cholinerge 
Nervenfasern innerhalb der Ganglien markieren. Die Ergebnisse der Untersuchungen an 
der Mauslunge im Rahmen dieser Arbeit stimmen hiermit überein. 
Für intra- und extrapulmonale Venen konnte eine Innervation durch cholinerge Fasern 
nachgewiesen werden, dabei war eine erhöhte Nervenfaserdichte in den 
extrapulmonalen Venen auffallend. Pulmonale Arterien hingegen zeigten keine 
Immunreaktivität für VAChT. Im Gegensatz zu diesem Ergebnis konnten Haberberger et 
al. 1997 an ihren Untersuchungen an der Meerschweinchenlunge eine Immunreaktion 
für VAChT der extra- und intrapulmonalen Arterien bis zu einem Durchmesser von 50 
µm nachweisen. Auch pulmonale Venen mit einem Durchmesser von 350 µm bis über 
700 µm zeigten in dieser Studie eine cholinerge Innervation (Haberberger et al., 1997). 
VAChT-positive Nervenfasern, die extrapulmonale Blutgefäße der Ratte innervierten, 
konnten durch Kusindarta et al. 2004 nachgewiesen werden. 
Vorangegangene Arbeiten zeigten, dass die cholinergen Nervenfasern der Atemwege 
lokalen Atemwegsneuronen entstammen, die entlang der Lungenhili und der 
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extrapulmonalen Bronchien nachgewiesen werden konnten (Canning und Fischer, 
1997). Diese Fasern enthielten weitere Transmittersubstanzen, die neben VAChT eine 
Immunreaktivität für VIP oder NPY aufwiesen. In unseren Studien konnten wir 
entgegengesetzt zu diesen Ergebnissen keine VAChT/VIP +/+ Fasern markieren, es 
gelang jedoch der Nachweis NPY-immunreaktiver Fasern in Zellkörpern lokaler 
Atemwegsganglien. Ein gemeinsames Vorkommen von VAChT und NPY außerhalb der 
Nervenzellkörper wurde nur um extrapulmonale Pulmonalvenen beobachtet. 
Koexpression von anderen untersuchten Peptiden oder Transmittersyntheseenzymen, 
wie SP, CGRP oder TH mit VAChT wurden nicht nachgewiesen, dies entspricht auch 
den Ergebnissen von Kusindarta et al. 2004. Hieraus lässt sich schließen, dass die 
übrigen Substanzen unabhängig vom cholinergen System ausgeschüttet werden und es 
demzufolge ein eigenständiges System geben muss, welches neben dem bekannten 
cholinergen System besteht. 
 
4.2.3 VIP-immunreaktive Nervenfasern 
 
Die Untersuchungen an der Mauslunge im Rahmen dieser Arbeit zeigten eine 
Innervation der Atemwegsmuskulatur mit VIP-immunreaktiven Fasern. Insgesamt 
konnte eine spärliche Innervation der glatten Muskulatur der Trachea und Bronchi 
nachgewiesen werden, die glatte Muskulatur der Bronchioli war nicht durch VIP-
positive Fasern innerviert. Die Innervationsdichte der trachealen und bronchialen 
Muskulatur war annähernd gleich. In der Lamina propria der Trachea, Bronchi und 
Bronchioli konnte keine Immunreaktivität für VIP nachgewiesen werden. Auch das 
respiratorische Epithel war nicht innerviert. Die Pleura und das Alveolarparenchym 
enthielten keine VIP-positiven Fasern. Im Gegensatz zu unseren Ergebnissen zeigten 
Kummer et al. 1992 in ihren Studien am Meerschweinchen eine dichte Innervation der 
glatten Muskulatur der Trachea und Bronchi durch VIP-immunreaktive Fasern, von 
denen die meisten gleichzeitig immunreaktiv für NPY waren. Es fiel eine höhere 
Innervationsdichte in der trachealen als in der bronchialen Muskulatur auf, zusätzlich 
gelang der Nachweis einiger immunreaktiver Nervenfasern in der trachealen Lamina 
propria. Übereinstimmend mit unseren Ergebnissen konnten auch Kummer et al. keine 
VIP-immunreaktiven Fasern in der Lamina propria und der glatten Muskulatur der 
kleineren Bronchi und in der Alveolarregion nachweisen. Auch das respiratorische 
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Epithel war nicht durch VIP-positive Fasern innerviert (Kummer at al., 1992). Im 
Gegensatz hierzu konnten im Trachealepithel des Frettchens VIP-immunreaktive Fasern 
dargestellt werden (Dey et al., 1999). Kummer et al. konnten 1992 am 
Meerscheinweinchen VIP-immunreaktive Nervenfasern innerhalb der trachealen und 
peribronchialen Ganglien nachweisen, eine Immunreaktivität der Nervenzellkörper ließ 
sich jedoch nicht beobachten. In den Untersuchungen der vorliegenden Arbeit konnte 
weder eine Immunreaktivität intraganglionärer Nervenfasern, noch der 
Nervenzellkörper nachgewiesen werden. In vorangegangenen Studien wurden durch 
retrotragrade Markierungen Sympathikus- und Ösophagusneurone als Ursprung VIP-
immunreaktiver Fasern identifiziert (Bowden and Gibbins, 1992; Fischer et al., 1998; 
Kummer et al., 1992b; Moffatt et al., 1998).  
Anders als in vorangegangenen Studien (Kummer et al., 1992b; Kusindarta et al., 2004; 
Martling et al., 1990) konnte in dieser Arbeit an der Maus keine Innervation der intra- 
oder extrapulmonalen Arterien durch VIP nachgewiesen werden. Die intra- und 
extrapulmonalen Venen enthielten hingegen wenige VIP-immunreaktive Fasern in 
nahezu gleicher Innervationsdichte. In früheren Studien konnte eine Innervation 
extrapulmonaler Lungenvenen der Ratte (Kusindarta et al., 2004) und des 
Meerschweinchens (Kummer et al., 1992b) beobachtet werden, die intrapulmonalen 
Venen waren in derselben Untersuchung am Meerschweinchen nicht durch VIP-positive 
Fasern innerviert. 
Entgegengesetzt zu den Beobachtungen von Kusindarta et al. 2004 konnte in der 
vorliegenden Arbeit in keinem der untersuchten Gewebe ein gemeinsames Vorkommen 
von VIP und VAChT nachgewiesen werden, was vermuten lässt, dass die Innervation 
der untersuchten VIP-haltigen Organe nicht-cholinerg ist. 
 
4.2.4 NPY-immunreaktive Fasern 
 
Im gesamten tracheo-bronchialen System ließen sich in der glatten Muskulatur NPY-
positive Nervenfasern ohne Unterschiede in der Innervationsdichte nachweisen. In der 
trachealen Lamina propria konnten vereinzelt immunreaktive Fasern nachgewiesen 
werden, dieser Nachweis gelang in den Bronchi nicht. Dies entspricht den Ergebnissen 
früherer Studien (Kummer et al., 1992b; Kusindarta et al., 2004). Dabei enthielten 
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einige NPY-immunreaktive Fasern innerhalb der glatten Muskulatur und der Lamina 
propria der Atemwege des Meerschweinchens auch TH (Kummer et al., 1992b). Die 
Lamina propria wurde verglichen mit der glatten Muskulatur weniger dicht von 
immunreaktiven Fasern durchzogen (Kummer et al., 1992b). Kusindarta et al. zeigten in 
ihrer Arbeit 2004 ein gemeinsames Vorkommen von NPY und VIP in einigen Fasern der 
glatten Muskulatur, nicht jedoch in der Lamina propria. Zusätzlich wurden in der 
Lamina propria und der glatten Muskulatur der Ratte Fasern nachgewiesen, die sowohl 
für NPY als auch für ChAT immunreaktiv waren (Kusindarta et al., 2004). Der 
Nachweis von VAChT/NPY +/+ Fasern in der Lamina propria oder der glatten 
Muskulatur gelang in dieser Arbeit in der Maus nicht. In neuronalen Tracingstudien 
wurden beim Meerschweinchen sympathische Ganglien als Ursprung der NPY-Fasern 
identifiziert (Bowden and Gibbins, 1992; Kummer et al., 1992b). Martling et al. 
konnten in Untersuchungen am Schwein den Ursprung NPY-immunreaktiver Fasern zur 
Innervation der glatten Atemwegsmuskulatur in parasympathischen lokalen 
Atemwegsganglien nachweisen (Martling et al., 1990). In der vorliegenden Arbeit 
konnten intraganglionär NPY-positive Fasern nachgewiesen werden, Fasern, die 
gleichzeitig für VAChT und NPY immunreaktiv waren, wurden hingegen nicht 
beobachtet. Rein NPY-positive Zellkörper kamen nicht vor, es bestand stets eine 
gleichzeitige Immunreaktion für VAChT und NPY, was auch den Ergebnissen früherer 
Studien entspricht (Kusindarta et al., 2004). Kummer et al. konnten in ihren 
Untersuchungen am Meerschweinchen NPY-immunreaktive Fasern in der 
Alveolarregion nachweisen (Kummer et al., 1992b). Dieser Nachweis gelang bei der 
Maus im Rahmen dieser Arbeit nicht. 
In extra- und intrapulmonalen Venen und Arterien wurde eine Innervation durch NPY-
positive Fasern nachgewiesen. Ein Unterschied in der Innervationsdichte wurde nicht 
beobachtet. Kummer et al. zeigten in früheren Unteruchungen, dass die an der 
Gefäßinnervation beteiligten Fasern neben NPY überwiegend auch TH enthielten und 
postganglionären sympathischen Ursprungs waren. Des Weiteren gäbe es noch NPY-
positive Fasern, deren Ursprung nicht-adrenerge Sympathikusneurone seien (Kummer 
et al., 1992b). Für die rein NPY-positiven Nervenfasern, die in vorangegangenen 
Studien nachgewiesen wurden, diskutierten Fischer et al. den Ursprung in intrinsischen 
Ösophagusneuronen (Fischer et al., 1998). Vergleichend mit den Untersuchungen von 
Kusindarta et al., die ein gemeinsames Vorkommen von VAChT und NPY innerhalb 
intra- und extrapulmonaler Venen beschrieben (Kusindarta et al., 2004), konnten in den 
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Untersuchungen der vorliegenden Arbeit Kolokalisationen von VAChT und NPY 
vereinzelt um extrapulmonale Venen sowie innerhalb intraganglionärer Zellkörper 
nachgewiesen werden. VAChT/NPY +/+ Fasern um intrapulmonale Venen hingegen 
ließen sich nicht beobachten. Hieraus lässt sich schließen, dass die Freisetzung von 
NPY überwiegend aus eigenständigen nicht-cholinergen Fasern erfolgt. 
 
4.2.5 TH-immunreaktive Fasern 
 
In der glatten Atemwegsmuskulatur waren TH-immunreaktive Fasern von der Trachea 
bis in die Bronchioli terminales in von proximal nach distal abnehmender 
Innervationsdichte darzustellen. Die Lamina propria und das respiratorische Epithel 
waren nicht innerviert. Kusindarta et al. konnten im Gegensatz zu den Ergebnissen 
dieser Arbeit in ihren Studien an der Ratte keine Innervation der Atemwegsmuskulatur 
durch TH-immunreaktive Fasern nachweisen. Entsprechend unseren Ergebnissen zeigte 
sich in ihrer Arbeit ebenfalls keine Immunreaktivität im respiratorischen Epithel und der 
Lamina propria (Kusindarta et al., 2004). Entgegen den Ergebnissen von Kummer et al. 
beim Meerschweinchen konnten keine TH-immunreaktiven Fasern im 
Alveolarparenchym nachgewiesen werden (Kummer et al., 1992b). 
Eine Innervation der extrapulmonalen, nicht aber der intrapulmonalen Arterien konnte 
in der vorliegenden Arbeit beobachtet werden, während die Venen sowohl intra- als 
auch extrapulmonal innerviert wurden, wobei von proximal nach distal eine 
abnehmende Innervationsdichte auffiel. In vorangegangen Studien wurde ebenfalls eine 
noradrenerge perivaskuläre Innervation nachgewiesen, im Gegensatz zu den 
vorliegenden Ergebnissen wurden TH-positive Fasern auch an intrapulmonalen Arterien 
beobachtet (Haberberger et al., 1997; Kummer et al., 1992b; Kusindarta et al., 2004). 
Dabei konnten Haberberger et al. am Meerschweinchen nachweisen, dass 
Pulmonalarterien mit einem Durchmesser von 100 µm bis über 700 µm von TH-
positiven Fasern versorgt wurden (Haberberger et al., 1997). Zusätzlich wurde an 
Lungenarterien das Vorkommen TH/NPY +/+ Fasern beobachtet (Kummer et al., 
1992b). Die Innervationsdichte der Lungenvenen nahm mit zunehmendem Durchmesser 
zu (Haberberger et al., 1997) und auch hier wurden TH/NPY +/+ Fasern nachgewiesen 
(Kummer et al., 1992b). 
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Intraganglionär konnten in der vorliegenden Arbeit TH-positive Nervenfasern 
nachgewiesen werden, während die Nervenzellkörper keine Immunreaktivität für TH 
zeigten. Im Gegensatz hierzu wiesen Kummer et al. nicht nur immunreaktive 
Nervenfasern, sondern auch immunreaktive Zellkörper in lokalen Atemwegsganglien 
des Meerschweinchens nach. Zusätzlich konnte neben TH in einigen Nervenfasern auch 
NPY beobachtet werden. Diese sympathischen Fasern haben ihren Ursprung im 
Ganglion cervicale superius, Ganglion stellatum und den oberen thorakalen 
Grenzstrangganglien. Auch das Ganglion nodosum und das Ganglion jugulare 
enthielten als vagale sensorische Ganglien TH (Kummer et al., 1992b). 
Ein gemeinsames Vorkommen von TH und VAChT ließ sich in keinem der untersuchten 
Gewebeabschnitte beobachten. 
 
4.2.6 CGRP-immunreaktive Fasern 
 
CGRP-immunreaktive Fasern fanden sich in der glatten Muskulatur des 
tracheobronchialen Systems sowie in der Lamina propria der Trachea. In der 
bronchialen Lamina propria sowie im respiratorischen Epithel konnte in der 
vorliegenden Arbeit der Nachweis CGRP-positiver Fasern nicht erbracht werden. Im 
Gegensatz zu diesen Ergebnissen dokumentierten Kusindarta et al. CGRP-
immunreaktive Fasern im respiratorischen Epithel sowie in der bronchialen und 
trachealen Lamina propria des Meerschweinchens. Die Innervation der glatten 
Muskulatur konnte bestätigt werden, wobei die Lamina propria im Vergleich zur 
Muskulatur eine höhere Innervationsdichte aufwies (Kusindarta et al., 2004). Auffallend 
war das gleichzeitige Vorkommen von SP im großen Teil der CGRP-positiven Fasern, 
wobei auch nur rein CGRP-immunreaktive Fasern nachgewiesen werden konnten 
(Kusindarta et al., 2004). Diese Ergebnisse an der Ratte entsprechen auch den 
Untersuchungsergebnissen am Meerschweinchen durch Kummer et al., 1992. Die 
höchste Innervationsdichte an SP- und CGRP-immunreaktiven Fasern zeigte sich in den 
großen Bronchien (Kummer et al., 1992b), was auch in unseren Untersuchungen 
bestätigt wurde. Insgesamt konnten wir in den untersuchten Gewebeabschnitten eine 
ähnliche Verteilung von SP- und CGRP-immunreaktiven Fasern beobachten. 
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Entsprechend früheren Studien (Kummer et al., 1992b) konnten auch in dieser Arbeit 
CGRP-immunreaktive Fasern im Alveolarparenchym dargestellt werden. 
Die perivaskuläre Innervation durch CGRP-positive Fasern wurde an extra- und 
intrapulmonalen Venen und Arterien in ähnlicher Innervationsdichte dargestellt. Diese 
Ergebnisse werden durch frühere Studien untermauert (Kummer et al., 1992b; Martling 
et al., 1990). So konnten Kummer et al. eine Innervation der trachealen und 
extrapulmonalen Arterien nachweisen, deren Fasern neben CGRP auch SP enthielten. 
Lungenarterien waren sowohl intra- als auch extrapulmonal gleich stark durch GCRP-
immunreaktive Fasern innerviert, und auch die Lungenvenen wiesen sowohl intra- als 
auch extrapulmonal CGRP-positive Fasern auf, wobei eine dichtere Innervation der 
extrapulmonalen Lungenvenen beobachtet werden konnte (Kummer et al., 1992b). 
Intraganglionär wurden CGRP-immunreaktive Nervenfasern, jedoch keine 
immunreaktiven Zellkörper dargestellt. In vorangegangenen Studien wurden dichte 
nervale Netzwerke aus SP- und CGRP-positiven Fasern innerhalb der Ganglien 
beschrieben, die aus extrinsischen Nervenzellkörpern stammen (Kusindarta et al., 2004; 
Springall et al., 1987). CGRP-positive sensorische vagale Neurone, die für die tracheale 
und pulmonale Innervation verantwortlich sind, haben ihren Ursprung im Ganglion 
jugulare (Springall et al., 1987). Auch Vermutungen, dass Fasern, die gleichzeitig für SP 
und CGRP immunreaktiv sind, aus lokalen Atemwegsganglien stammen, wurden in 
früheren Untersuchungen geäußert (Dey et al., 1999). Im Ganglion stellatum und in 
lokalen Atemwegsganglien zeigten sich SP- und CGRP-positive Nervenfasern, nicht 
jedoch immunreaktive Zellkörper (Martling, 1987). Beim Meerschweinchen wurden 
Nervenzellkörper mit einer Immunreaktivität für CGRP im Ganglion stellatum, sowie in 
sympathischen Ganglien des thorakalen Grenzstrangs beobachtet (Kummer et al., 
1992b). 
Ein gemeinsames Vorkommen von VAChT und CGRP konnte in keinen der 
untersuchten Gewebeschichten nachgewiesen werden, so dass anhand dieser Ergebniss 
die Vermutung nahe liegt, dass der Ursprung CGRP-immunreaktiver Fasern in 





4.2.7 SP-immunreaktive Nervenfasern 
 
Im gesamten Respirationstrakt der Maus konnte in der Lamina propria und der glatten 
Muskulatur von Trachea bis hin zu Bronchioli terminales eine Versorgung mit SP-
positiven Fasern dargestellt werden. Das entspricht den Ergebnissen früherer Studien, 
wobei in vielen SP-positiven Fasern zusätzlich CGRP nachgewiesen wurde (Kummer et 
al., 1992b; Kusindarta et al., 2004). Die Feststellung, dass die Lamina propria eine 
höhere Innervationsdichte als die glatte Atemwegsmuskulatur aufweist (Kusindarta et 
al., 2004), konnte in den Untersuchungen der vorliegenden Arbeit nicht bestätigt 
werden. Auch im respiratorischen Epithel und in der Alveolarregion wurde entgegen 
früheren Ergebnissen keine Immunreaktivität für SP beobachtet (Kummer et al., 1992; 
Kusindarta et al., 2004). Als Ursprung der die Atemwege innervierenden SP-positiven 
Nervenfasern konnten sensorische Neurone der Spinalganglien (Dalsgaard et al., 1984) 
und des Ganglion nodosum (Terenghi et al., 1986) identifiziert werden. Auch die 
Freisetzung von SP aus lokalen Atemwegsganglien wurde in vorangegangenen Studien 
an der Katze diskutiert (Dey et al., 1999), konnte jedoch an Untersuchungen am 
Meerschweinchen nicht bestätigt werden (Kummer et al., 1992b). Kusindarta et al. 
zeigten, dass sich innerhalb der Ganglien Netzwerke aus SP- und CGRP-positiven 
Fasern bildeten, die sich zu intraganglionären Netzwerken um einzelne 
Nervenzellkörper formierten (Kusindarta et al., 2004). 
Die Pulmonalarterien waren nur extrapulmonal, nicht jedoch intrapulmonal vereinzelt 
von SP-positiven Fasern durchzogen, während sich in extrapulmonalen Venen eine 
höhere Innervationsdichte nachweisen ließ, die nach intrapulmonal abnehmend war. 
Entgegengesetzt zu diesen Ergebnissen zeigten frühere Studien am Meerschweinchen 
eine Innervation der großen Lungenarterien durch SP-positive Fasern, die bis in die 
kleinsten Gefäße dokumentiert werden konnten (Haberberger et al., 1997). Vereinbar 
mit den Ergebnissen der hier vorliegenden Arbeit wurden SP-immunreaktive Fasern an 
allen großen Lungenvenen nachgewiesen (Haberberger et al., 1997; Kummer et al., 
1992; Kusindarta et al., 2004; Martling et al., 1990; Springall et al., 1987). 
Intraganglionär wurden keine SP-positiven Zellkörper beobachtet, es konnten aber 
immunreaktive Nervenfasern nachgewiesen werden, was vorangegangenen 
Untersuchungen an der Ratte und am Meerschweinchen entspricht (Kummer et al., 
1992b; Kusindarta et al., 2004; Martling et al., 1990; Springall et al., 1987). 
86 
 
Entgegengesetzt zu diesen Beobachtungen zeigten Dey et al. beim Frettchen und  der 
Katze SP-immunreaktive Zellkörper in lokalen Ganglien (Dey et al., 1991, 1999). 
Zusammenfassend wurde in keinen der untersuchten Gewebeschichten ein 
gemeinsames Vorkommen von VAChT und SP nachgewiesen, was ein Vorhandensein 
eines eigenständigen Systems neben dem klassischen cholinergen System vermuten 
lässt. 
 
4.2.8 NADPH-positive Fasern 
 
In der gesamten glatten Atemwegsmuskulatur von Trachea und Bronchien waren 
NADPH-positive Fasern, bevorzugt in den extrapulmonalen Anteilen, zu finden. Eine 
positive Darstellung der NADPH-positiven Fasern in kleineren Bronchioli gelang 
jedoch nicht. Die Lamina propria der Trachea und der großen Bronchi war von 
NADPH-positiven Fasern durchzogen, wies jedoch eine geringere Innervationsdichte 
verglichen mit der Atemwegsmuskulatur auf. Auch im respiratorischen Tracheal- und 
Bronchialepithel wurde eine positive NADPH-Diaphorase-Reaktion beobachtet. Diese 
Ergebnisse entsprechen denen früherer Studien (Dey et al., 1993; Fischer und 
Hoffmann, 1996; Fischer et al., 1993). Es zeigten sich dabei NADPH-positive Fasern in 
der intra- und extrapulmonalen Atemwegsmuskulatur, wobei die extrapulmonalen 
Anteile eine größere Innervationsdichte enthielten. Bronchioli waren nicht durch NOS-
positive Fasern innerviert. Zusätzlich wurde beobachtet, dass NADPH-positive Fasern 
gleichzeitig eine Immunreaktivität für NPY oder VIP aufwiesen, aber kein ChAT 
enthielten (Fischer und Hoffmann, 1996; Fischer et al., 1993). Entsprechend unseren 
Ergebnissen zeigten auch Studien am Menschen nur eine spärliche Innervation der 
Lamina propria (Fischer and Hoffmann, 1996). Wie auch in der vorliegenden Arbeit, 
wurde in vorangegangenen Untersuchungen am Meerschweinchen und am Frettchen 
eine positive NADPH-Diaphorase-Reaktion im respiratorischen Epithel der Trachea und 
großen Bronchi nachgewiesen (Dey et al., 1993; Fischer et al., 1993b).  
Entlang pulmonaler Arterien konnten in der vorliegenden Arbeit mit von extra- nach 
intrapulmonal abnehmender Dichte vereinzelt NADPH-positive Nervenfasern 
dargestellt werden, hauptsächlich wies dabei das Endothel eine positive NADPH-
Diaphorase-Reaktion auf. Die Darstellung der NOS an Pulmonalvenen gelang nur in 
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den mit Kardiomyozyten umgebenen Abschnitten größerer Venen. Diese Ergebnisse 
lassen sich durch frühere Studien bestätigen. Dabei beobachteten Haberberger et al. am 
Meerschweinchen, dass Pulmonalarterien mit einem Durchmesser über 700 µm intensiv 
von NADPH-positiven Fasern innerviert wurden, die Innervationsdichte jedoch zur 
Peripherie hin abnahm, so dass intraazinäre Gefäße nur noch gelegentlich durch 
NADPH-positive Fasern innerviert wurden (Haberberger et al., 1997). 
Übereinstimmend mit den Ergebnissen vorliegender Arbeit wurden auch in Studien von 
Haberberger et al. NADPH-positive Axone an Lungenvenen nachgewiesen, die 
Herzmuskulatur in ihrer Wand enthielten. NADPH-positive Fasern wurden an Gefäßen 
mit einem Durchmesser kleiner als 350 µm nicht dokumentiert. Zusätzlich konnte in 
pulmonalen Gefäßen eine Kolokalisation von NOS mit VIP oder NPY beobachtet 
werden, eine Immunreaktivität für ChAT bestand jedoch nicht (Haberberger et al., 
1997). 
Innerhalb lokaler Atemwegsganglien konnte im Gegensatz zu vorangegangenen Studien 
in dieser Arbeit keine Immunreaktivität für NOS dargestellt werden. Fischer und 
Hoffmann konnten hingegen an der Menschenlunge zeigen, dass intrinsische und 
sensorische Ganglien immunreaktiv für NOS waren und ihre Anzahl dabei von Trachea 
bis in die kleinen Atemwege zunehmend war (Fischer und Hoffmann, 1996). Durch 
retrograde Tracingexperimente konnten neben dem Plexus myentericus des Ösophagus 
(Balentova et al., 2013) sympathische und sensible Ganglien als Ursprung NOS-
positiver Neurone identifiziert werden. Dabei lagen die zugehörigen Zellkörper im 
Ganglion stellatum und Ganglion cervicale superius, die vagalen sensiblen Axone 
wurden im Ganglion nodosum und Ganglion jugulare nachgewiesen (Fischer et al., 
1996). In Untersuchungen am Meerschweinchen zeigte sich, dass die Zellkörper lokaler 
cholinerger Atemwegsganglien nicht immunreaktiv für NOS waren (Canning und 
Fischer, 1997). In Studien an der Maus analysierten Balentova et al. die 
Innervationsdichte, Verteilung, den Ursprung und Arten parasympathischer Nerven in 
der glatten Atemwegsmuskulatur. Dabei konnten deutlich mehr cholinerge Neurone in 
der glatten Muskulatur der Trachea nachgewiesen werden als NOS-positive Neurone 
(Balentova et al., 2013), was auch durch die vorliegende Arbeit bestätigt werden kann. 
Eine Kolokolisation von NOS und ChAT bestand nicht. Aus den vorliegenden 
Ergebnissen geht hervor, dass NO aus einer eigenständigen Gruppe von Neuronen 
freigesetzt wird und zum NANC-System zugeordnet werden kann. Da für NOS eine 
bronchodilatorische Wirkung beschrieben ist, cholinerge Neurone hingegen 
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bronchokonstriktorisch wirken, ist die Kenntnis über Verteilung und Dichte dieser 
Substanzen in der Atemwegsmuskulatur wichtig für weitere pharmakologische und 
physiologische Untersuchungen zur Therapie der chronisch entzündlichen 
Atemwegserkrankungen wie COPD oder Asthma bronchiale. 
 
4.3 Die Innervation des Herzens und der Koronargefäße 
 
4.3.1 PGP 9.5- immunreaktive Fasern 
 
In den Untersuchungen der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass alle 
kardialen Gewebeschichten mit einer annähernd gleichen Innervationsdichte PGP 9.5-
immunreaktiver Fasern versorgt werden, wobei das Epikard eine etwas höhere 
Innervationsdichte im Vergleich zu den übrigen Gewebeschichten aufweist. Auch die 
Koronararterien werden durch PGP 9.5-positive Fasern ähnlich intensiv innerviert wie 
die Herzmuskulatur. Ein Teil PGP 9.5- positiver Fasern war gleichzeitig immunreaktiv 
für VAChT. In vorangegangenen Studien wurden unseren Ergebnissen entsprechend 
PGP 9.5-positive Nervenfasern in allen kardialen Gewebeschichten nachgewiesen. 
Auffallend war die höhere Innervationsdichte des Reizleitungssystems verglichen mit 
der Herzmuskulatur (Crick et al., 1999a). Die höchste Innervationsdichte des Myokards 
wurde in den Vorhöfen, vor allem im endokardialen Teil des rechten Vorhofs 
beobachtet, die Herzkammern wiesen eine geringere Innervationsdichte auf. Verglichen 
mit den Vorhöfen konnten in den Herzkammern mehr PGP 9.5-positive Nervenfasern im 
epikardialen als im endokardialen Anteil der Muskulatur nachgewiesen werden. 
Übereinstimmend mit den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit wiesen Gulbenkian et 
al. eine Innervation kardialer Gefäße durch PGP-9.5 positive Fasern nach (Gulbenkian 
et al., 1987). PGP 9.5-positive Fasern bildeten dabei einen Plexus um Venen und 
Arterien, der bis in die Mediagrenze nachverfolgt werden konnte. 
Zusammenfassend ermöglicht der Nachweis PGP 9.5-immunreaktiver Fasern die 
Darstellung der Gesamtinnervation des Herzens, und in allen kardialen Schichten wurde 




4.3.2 VAChT-immunreaktive Fasern 
 
VAChT-immunreaktive Fasern konnten vor allem im Myokard und vereinzelt im 
Epikard nachgewiesen werden, eine Innervation des Endokards ließ sich in den 
Untersuchungen dieser Arbeit nur punktuell darstellen. Eine Unterscheidung der 
Innervationsdichte zwischen Kammern und Vorhöfen wurde nicht getroffen. Entgegen 
den hier vorliegenden Ergebnissen zeigten frühere Studien an der Ratte, dass die 
Vorhöfe verglichen mit den Herzkammern intensiver durch cholinerge Fasern innerviert 
wurden, wobei die größere Innervationsdichte im Epikard zu finden war und das 
Endokard nur vereinzelt von VAChT-positiven Fasern durchzogen wurde (Crick et al., 
1999a; Petrecca und Shrier, 1998). Am Schweineherzen wurden im rechten Endokard 
mehr cholinerge Fasern nachgewiesen als im rechten, wohingegen sich zwischen 
Myokard und Epikard kein Unterschied in der Innervationsdichte und Lokalisation 
feststellen ließ (Crick et al., 1999a). In vorangegangenen Studien bei der Ratte konnte 
eine spärliche Innervation der Koronarien durch VAChT-positive Fasern dargestellt 
werden (Sequeira et al., 2005), was durch unsere Ergebnisse untermauert werden kann. 
Steele et al. gelang es, intrinsische Ganglien als Ursprungsneurone der an der kardialen 
Innervation beteiligten cholinergen Fasern zu identifizieren und in einigen dieser 
Nervenfasern neben ACh auch NOS, SP, NPY und VIP nachzuweisen (Steele et al., 
1996). Eine Immunreaktion der Zellkörper für CGRP oder TH wurde nicht beobachtet 
(Steele et al., 1994). Im Gegensatz hierzu konnte in den untersuchten kardialen 
Abschnitten der hier vorliegenden Arbeit eine Kolokalisation von VAChT nur mit PGP 
9.5 nachgewiesen werden. Andere Arbeiten  konnten belegen, dass in kardialen 
Ganglien auch Axone sensorischer sowie postganglionär sympathischer Neurone 
enthalten sind (Weihe and Reinecke, 1981; Wharton et al., 1981). 
 
4.3.3 VIP-immunreaktive Fasern 
 
Gemäß der in der vorliegenden Arbeit erzielten Ergebnisse wird das Herz der Maus eher 
spärlich durch VIP-immunreaktive Fasern versorgt. Eine VIP-Immunreaktion ließ sich 
im Myokard, nicht aber im Epi- oder Endokard nachweisen. Die Koronararterien 
zeigten VIP-immunreaktive Nervenfasern vor allem um größere Gefäße, waren aber im 
Vergleich zum Myokard weniger dicht innerviert. Eine Kolokalisation von VIP und 
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VAChT wurde im Herzen nicht beobachtet, was vermuten lässt, dass VIP aus 
eigenständigen, nicht-cholinergen Neuronen freigesetzt wird. 
Vorangegangene Studien am Meerschweinchen konnten VIP-positive Fasern vor allem 
in den Vorhöfen sowie perivaskulär und in intrinsischen kardialen Ganglien nachweisen 
(Parsons et al., 2006). In einigen dieser Ganglien wurde ein gleichzeitiges Vorkommen 
von VIP und ChAT beobachtet. Andere Studien zeigten ein gemeinsames Vorkommen 
von NOS und NPY in VIP-positiven Neuronen und vermuteten den Ursprung in 
intrinsischen Ösophagusganglien oder im sympathischen Grenzstrang (Della et al., 
1983). VIP-immunreaktive Fasern konnten in Untersuchungen am Menschen- , Ratten- 
und am Meerschweinchenherzen im kardialen Reizleitungssysten, nicht aber im AV-
Knoten nachgewiesen werden (Crick et al., 1994, 1996; Petrecca und Shrier, 1998). 
Überwiegend zeigten sich VIP-positive Fasern in den Vorhöfen und dabei insbesondere 
im Myokard. Die endokardialen Fasern befanden sich im Nervenplexus des linken 
Vorhofes sowie an den Einmündungen der Vena cava inferior und superior. Eine 
Innervation der Herzkammern durch VIP-immunreaktive Fasern wurde nicht 
nachgewiesen (Parsons et al., 2006). Im Bereich der Koronarien konnten VIP-
immunreaktive Fasern in der Adventitia größerer und mittelgroßer Gefäße herzbasisnah 
und um kleinere Gefäße des rechten Vorhofs dargestellt werden (Parsons et al., 2006). 
 
4.3.4 NPY-immunreaktive Fasern 
 
In der vorliegenden Untersuchung konnte ein Netzwerk NPY-immunreaktiver Fasern im 
Myokard und Epikard sowie in Koronararterien dargestellt werden. Dabei wies das 
Myokard die größte Innervationsdichte auf, wohingegen im Endokard keine 
Immunreaktion zu beobachten war. Die Innervationsdichte der Koronararterien 
entsprach in etwa der des Epikards. Eine Kolokalisation von VAChT und NPY wurde 
vereinzelt im Epikard und um Koronararterien nachgewiesen. Daraus lässt sich 
schliessen, dass NPY überwiegend aus nicht-cholinergen Nervenfasern ausgeschüttet 
wird. 
In vorangegangenen Studien wurde die Innervation der Herzmuskulatur, der 
Koronarien, sowie des Reizleitungssystem und intrinsischer Ganglien durch NPY-
immunreaktive Fasern bestätigt (Franco-Cereceda et al., 1985; Kennedy et al., 1998; 
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Uddman et al., 1985). Als Ursprung konnten das Ganglion cervicale superius, das 
Ganglion stellatum, sowie die thorakalen Grenzstrangganglien identifiziert werden 
(Franco-Cereceda et al., 1985). Am Schweineherzen wurden NPY-immunreaktive 
Fasern in Vorhöfen und Herzkammern nachgewiesen. Ihr Verteilungsmuster entsprach 
dabei dem TH-positiver Fasern (Crick et al., 1996). Sowohl TH- als auch NPY-positive 
Fasern innervierten das Myokard und Endokard der rechte Herzhälfte stärker als das der 
linken und wiesen in den Herzkammern eine höhere Innervationsdichte als in Vorhöfen 
auf. Das Epikard wurde vermehrt von NPY-positiven Fasern innerviert (Crick et al., 
1999a). Im humanen Herzen wurde eine ähnliche Faserverteilung beobachtet, im 
Gegensatz zum Schweineherzen wurde hier jedoch eine höhere Innervationsdichte 
durch TH- und NPY-positive Fasern im epikardialen Plexus nachgewiesen (Marron et 
al., 1994; Wharton et al., 1990). Entsprechend unseren Untersuchungen zeigten auch 
frühere Studien an Maus- und Rattenherzen eine stärkere Innervation des Myokards als 
des Epi- oder Endokards (Gu et al., 1984). Hierbei wurde eine Innervation der Vorhöfe 
und Kammern, der atrialen und ventrikulären Septen, sowie der Papillarmuskeln durch 
NPY-positive Fasern nachgewiesen (Gu et al., 1984). Wie auch in unseren 
Untersuchungen dargestellt, bestätigten Gu et al. in ihren Studien eine Innervation der 
Koronarien durch NPY-immunreaktive Fasern, dabei konnte kein Unterschied in der 
Innervationsdichte zwischen größeren und kleineren Gefäßen festgestellt werden. 
 
4.3.5 TH-immunreaktive Fasern 
 
Es fand sich eine ähnliche Verteilung TH-immunreaktiver Fasern verglichen mit NPY. 
Im Myo- und Endokard, nicht aber im Epikard konnten TH-positive Fasern 
nachgewiesen werden. Das Myokard wurde dabei stärker innerviert. Die 
Innervationsdichte der Koronarien entsprach der des Endokards. 
In früheren Studien am Schweineherzen wurde im rechten Herzen eine höhere 
Innervationsdichte durch TH-positive Fasern im Myo- und Endokard verglichen mit 
dem linken Herzen beobachtet. Die Vorhöfe waren dichter innerviert als die Kammern, 
und zwischen dem Myokard des rechten und linken Ventrikels bestand kein Unterschied 
in der Innervationsdichte (Crick et al., 1999a). Die Faserverteilung des Epikards ähnelte 
der des Endokards mit dem Unterschied, dass das ventrikuläre Epikard im Vergleich 
zum atrialen stärker innerviert wurde. Untersuchungen am Rattenherzen zeigten, dass 
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das Reizleitungssystem eine höhere Faserdichte TH-immunreaktiver Axone im 
Vergleich zum Ventrikel- und Vorhofmyokard enthielt, und es gelang, positive 
Nervenfasern im AV-Knoten darzustellen (Petrecca und Shrier, 1998). Am 
Schweineherzen bildeten TH-positive Fasern die häufigste Faserpopulation im 
Reizleitungssystem (Crick et al., 1999a). Steele et al. wiesen in Untersuchungen am 
Meerschweinchen nach, dass das Herz durch sympathische postganglionäre Fasern 
innerviert wurde, wobei intrinsische kardiale Ganglien nicht immunreaktiv für TH 
waren (Steele et al., 1996). Innerhalb dieser Ganglien waren jedoch Nervenfasern 
nachweisbar, die neben TH auch NPY und Dynorphin enthielten (Steele et al., 1994). 
Obwohl TH und NPY am Herzen eine ähnliche Faserverteilung zeigten, waren 
intraganglionäre TH-immunreaktive Zellkörper im Schweineherzen nicht immunreaktiv 
für NPY. Es entstand daraus die Vermutung, dass der Ursprung TH-immunreaktiver 
Nervenfasern in extrinsischen nicht-kardialen Ganglien liegt (Crick et al., 1999a). 
Ensprechend unseren Ergebnissen zeigten frühere Arbeiten eine Innervation der 
Koronarien in allen kardialen Abschnitten (Rudehill et al., 1986; Sequeira et al., 2005). 
Atriale Koronararterien der Ratte wiesen jedoch im Vergleich zu ventrikulären Gefäßen 
eine intensivere noradrenerge Innervation auf (Sequeira et al., 2005). 
 
4.3.6 CGRP-immunreaktive Fasern 
 
In der vorliegenden Arbeit wurde eine Innervation durch CGRP-positive Nervenfasern 
in der gleichen Intensität sowohl im Myo- als auch im Epikard nachgewiesen. Das 
Endokard hingegen zeigte keine immunreaktiven Fasern. Die Koronararterien waren 
innerviert und wiesen eine ähnliche Innervationsdichte wie das Myo- und Endokard auf. 
Eine Kolokalisation von VAChT und CGRP lag in keinem der untersuchten Abschnitte 
vor. Die Vermutung liegt daher nahe, dass CGRP unabhängig von ACh aus 
eigenständigen Neuronen freigesetzt wird. 
Frühere Studien beschrieben CGRP-positive Fasern, nach TH- und NPY-positiven, als 
die drittgrößte Subpopulation immunreaktiver Fasern, die an der kardialen Innervation 
beteiligt sind (Crick et al., 1999a). Im Gegensatz zu den vorliegenden Ergebnissen 
konnten vorangegangene Arbeiten am Schweineherzen immunreaktive Fasern im Endo-
, Myo- und Epikard von Herzvorhöfen und Herzkammern nachweisen (Crick et al., 
1999a). Die höchste Innervationsdichte wurde dabei im Endokard des linken Herzens 
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beobachtet, die geringste im Endokard des rechten Herzens. Das Myokard enthielt 
verglichen mit Epi- und Endokard weniger CGRP-immunreaktive Fasern. Auch am 
Menschen-, Ratten- und am Meerschweinchenherzen gelang der Nachweis 
immunreaktiver Fasern in Vorhöfen und Kammern (Franco-Cereceda et al., 1988). Die 
Faserverteilung in Epi-, Myo- und Endokard des Vorhofs war annähernd gleich, 
während das Epikard und Endokard des Ventrikels intensiver als das Myokard innerviert 
wurde. Insgesamt konnte eine höhere Innervationsdichte der Vorhöfe im Vergleich zu 
den Ventrikeln nachgewiesen werden. Hierbei ließen sich neben CGRP-positiven Fasern 
SP-positive Nervenfasern beobachten.Wharton et al. beobachteten eine unterschiedliche 
Verteilung und Innervationsdichte CGRP-immunreaktiver Fasern an verschiedenen 
Spezies, was sie auf unterschiedliche kardiale Aktivität zurückführten (Wharton et al., 
1988). 
Eine Innervation der Koronararterien wurde in unseren Untersuchungen, wie auch in 
früheren Studien (Franco-Cereceda et al., 1988), bestätigt. Dabei konnte eine geringere 
Innervationsdichte der kleineren Gefäße verglichen mit den größeren beobachtet werden 
(Crick et al., 1999a). Eine Innervation der Koronarien durch VAChT und CGRP-
immunreaktive Nervenfasern konnte hingegen, anders als in Studien von Crick et al. 
(Crick et al., 1999a), in unseren Untersuchungen nicht nachgewiesen werden. 
 
4.3.7 SP-immunreaktive Fasern 
 
Es konnte eine spärliche Innervation des Mausherzens durch SP-immunreaktive 
Nervenfasern nachgewiesen werden. Lediglich das Myokard und die Koronararterien 
zeigten in vergleichbarer Innervationsdichte eine Innervation durch SP-positive Fasern. 
Am Endo- und Epikard konnte keine Immunreaktivität nachgewiesen werden. 
VAChT/SP +/+ Fasern kamen nicht vor. Anhand dieser Ergebnisse lässt sich 
schlussfolgern, dass SP-positive Fasern nicht cholinergen Ursprungs sind. 
Entgegengesetzt zu diesen Ergebnissen zeigten frühere Studien am Ratten-, 
Meerschweinchen- und Menschenherzen immunreaktive Fasern nicht nur im Myo-, 
sondern auch im Epi- und Endokard (Franco-Cereceda et al., 1988). Wharton et al. 
wiederum stellten in ihren Untersuchungen fest, dass das Myokard zwar spärlich 
innerviert, das Epikard jedoch frei von SP-immunreaktiven Fasern ist. Sowohl 
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Herzkammern als auch Herzvorhöfe werden beim Menschen von SP-positiven Fasern 
versorgt, dabei werden die Vorhöfe etwas stärker innerviert (Wharton et al., 1990). Auch 
im Reizleitungssystems des Meerschweinschenherzens sind SP-immunreaktive Fasern 
enthalten (Crick et al., 1999a). Im Sinus- und AV-Knoten konnten SP-positive Fasern 
nachgewiesen werden, von denen einige gleichzeitig immunreaktiv für CGRP waren. 
Der AV-Knoten enthielt dabei eine höhere Faserdichte als der Sinusknoten. Die größte 
Faserdichte wurde in lokalen kardialen Ganglien beobachtet. Dabei waren 
Nervenzellkörper innerhalb der Ganglien von SP-positiven Nervenfasern umgeben 
(Wharton et al., 1988). Als Ursprung immunreaktiver Fasern wurden die Spinalganglien 
und die vagalen sensorischen Ganglien identifiziert. Ein geringerer Teil entstammt 
intrinsischen kardialen Ganglien (Bałuk and Gabella, 1989). 
Übereinstimmend mit früheren Ergebnissen konnte auch bei unseren Untersuchungen 
eine Innervation der Koronararterien durch SP nachgewiesen werden (Dehlin und 
Levick, 2014; Dzurik et al., 2007; Hongbao et al., 2009). 
 
4.3.8 NADPH-Diaphorase positive Fasern 
 
Eine Innervation durch NADPH-Diaphorase-positive Fasern konnte in unseren 
Untersuchungen am Mausherzen nachgewiesen werden. Dabei war vor allem im Myo- 
und im Epikard eine erhöhte Faserdichte zu beobachten, das Endokard war im Vergleich 
weniger intensiv durch NADPH-Diaphorase-positive Fasern innerviert. Auch im 
Endothel kardialer Gefäße konnte NOS dokumentiert werden. Innerhalb lokaler 
kardialer Ganglien wurden NADPH-Diaphorase-positive Fasern nachgewiesen. Diese 
Ergebnisse stimmen mit denen vorangegangener Studien weitestgehend überein. Am 
Meerschweinchenherzen konnten NADPH-Diaphorase-positive Fasern im Myokard der 
Vorhöfe beobachtet werden. Einige dieser Fasern waren gleichzeitig immunreaktiv für 
VIP und ChAT und befanden sich überwiegend an der Hinterwand des rechten Vorhofs 
sowie im Myokard in der Nähe des Sinusknotens (Parsons et al., 2006). Ebenso wurden 
NADPH-Diaphorase-positive Fasern im Reizleitungssystem, an Koronargefäßen und in 
lokalen kardialen Ganglien beschrieben (Klimaschewski et al., 1992). Dabei befinden 
sich NADPH-Diaphorase-positive Zellkörper kardialer Ganglien vor allem entlang der 
Pulmonalvenen, intratrial und subepikardial. Ihre NADPH-Diaphorase-positiven Fasern 
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sind extrinsischen Ursprungs (Calupca et al., 2000) und sind in einigen Fällen 
gleichzeitig immunreaktiv für NPY und ChAT (Richardson et al., 2003). Die 
Innervation der Koronarien durch NOS-positive Fasern wurde wie auch in unseren 
Ergebnissen durch vorangegangene Arbeiten bestätigt (Klimaschewski et al., 1992; 
Parsons et al., 2006; Richardson et al., 2003; Sequeira et al., 2005). Vergleichende 
Studien an Ratte und Meerschweinchen zeigten, dass NOS-positive Fasern unabhängig 




Der Schwerpunkt vorliegender Arbeit lag in der Analyse der cholinergen Innervation 
des Respirationstraktes. Da ACh in der Innervation des bronchopulmonalen Systems 
eine wichtige Stellung einnimmt, war diese Faserklasse von besonderem Interesse. So 
wurde durch Anwendung der AChE-Enzymhistochemie und eines fluoreszierenden 
Antikörpers gegen das glattmuskuläre α-Aktin die Verteilung cholinerger Nervenfasern 
in Abhängigkeit vom Durchmesser der Bronchien untersucht. Dabei konnten wir 
feststellen, dass die höchste Innervationsdichte in Bronchien mit einem Durchmesser 
von unter 100 µm zu finden ist und die cholinergen Fasern bis in die kleinsten 
Bronchioli nachverfolgt werden können. Entgegen einer früher geäußerten Vermutung, 
dass die kleinsten Atemwege gar nicht innerviert seien, scheinen diese gerade besonders 
ausgeprägt unter cholinerger neuronaler Kontrolle zu stehen. Diese Erkenntnis ist 
darüberhinaus auch deswegen interessant, weil ACh an inflammatorischen 
Umbauprozessen bei chronisch entzündlichen Lungenerkrankungen wie Asthma 
bronchiale oder COPD eine signifikante Rolle spielt (Gosens et al., 2004).  
Ferner war der Nachweis von Kotransmittern zu ACh interessant, so dass in diesem Teil 
der Studie zusätzlich zum Respirationstrakt auch die Innervation des Herzen und des 
Ösophagus im Hinblick auf das Vorhandensein möglicher Kotransmitter zu ACh 
untersucht wurde. Hierfür erfolgte nach Darstellung einer Gesamtinnervation der 
Brustraumorgane durch Einsatz des neuronalen Proteins PGP 9.5 die Anwendung von 
Immunhistochemie und Fluoreszenzmarkierungen mit Antikörpern gegen VAChT, den 
Neuropeptiden NPY, VIP, CGRP und SP sowie dem Enzym TH. Hierbei wurden nicht 
nur ausschliesslich VAChT-positive Nervenfasern dargestellt, sondern auch Fasern, die 
ausschliesslich ein Neuropeptid (SP, NPY, CGRP, VIP) oder ein 
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Transmittersyntheseenzym (NOS, TH) enthielten. Auch Kolokalisationen wurden 
nachgewiesen und traten zwischen VAChT und PGP 9.5 und VAChT und NPY auf. Da 
PGP 9.5 als ein genereller neuronaler Marker nicht an der Transmittersynthese beteiligt 
ist, sind diese Kolokalisationen funktionell nicht relevant. VAChT/NPY 
+/+
 kam 
ausschliesslich in Nervenzellkörpern und vereinzelt in Nervenfasern im Epikard, um 
Koronararterien und um extrapulmonale Pulmonalvenen vor. Weitere Kolokalisationen 
konnten in dieser Studie an der Maus nicht dargestellt werden, so dass 
zusammenfassend mehr rein VAChT-positive oder nur das entsprechende Neuropeptid 
oder die entsprechende Transmittersubstanz enthaltene Fasern an der Innervation der 
Brustraumorgane beteiligt sind, als zweifach positive Nervenfasern. Nach diesen 
Ergebnissen lässt sich schlussfolgern, dass neben den klassischen cholinergen Neuronen 

















Als stärkster Bronchokonstriktor nimmt ACh in der Innervation des Respirationstraktes 
eine wichtige Stellung ein, eine cholinerge Innervation der kleinsten Atemwege wurde 
jedoch angezweifelt. In dieser Arbeit sollte daher die cholinerge Innervation sowie die 
Verteilung cholinerger Fasern in unterschiedlichen Abschnitten des Respirationstraktes 
quantitativ erfasst und mögliche Kotransmitter identifiziert werden.  
Mittels AChE-Enzymhistochemie und eines fluoreszierenden Antikörpers gegen das 
glattmuskuläre α-Aktin wurde die Innervationsdichte der Atemwegsmuskulatur in 
verschiedenen Abschnitten des bronchopulmonalen Systems der Maus dargestellt und 
quantitativ erfasst. Mögliche Kotransmitter zu ACh wurden mittels 
Doppelimmunfluoreszenz mit Antikörpern gegen VAChT, die Neuropetide NPY, VIP, 
CGRP, und SP sowie dem Enzym TH identifiziert. Die NOS wurde mittels NADPH-
Diaphorase-Reaktion dargestellt, die Gesamtinnervation der Brustraumorgane mit 
einem Antikörper gegen das panneuronale Protein PGP 9.5. Zusätzlich wurde auch die 
cholinerge Innervation des Ösophagus und des Herzens untersucht, wobei hier keine 
quantitative Analyse erfolgte. Wir konnten feststellen, dass die höchste 
Innervationsdichte in Bronchien mit einem Durchmesser von unter 100 µm zu finden ist 
und die cholinergen Fasern bis in die kleinsten Bronchioli nachverfolgt werden können. 
Kolokalisationen wurden nur vereinzelt zwischen VAChT und NPY in intraganglionären 
Zellkörpern sowie in Nervenfasern im Epikard, um Koronrarterien und um 
extrapulmonale Pulmonalvenen gefunden. Andere Kolokalisationen wurden, außer den 
mit dem panneurnalen Marker PGP 9.5, nicht dargestellt, wobei nicht-cholinerge 
katecholaminerge (TH-positiv), nitrerge (NADPH-Diaphorase-positiv) und peptiderge 
(CGRP, SP, VIP) nachweisbar waren. Alle Neurone intrinsischer Ganglien zeigten sich 
immunreaktiv für VAChT. Es lässt sich schlussfolgern, dass, entgegen einer früher 
geäußerten Vermutung, die kleinsten Atemwege gerade besonders ausgeprägt unter 
cholinerger neuronaler Kontrolle zu stehen scheinen. Zudem innervieren neben den 
klassischen cholinergen Neuronen auch NANC-Neurone die Brustraumorgane. Da ACh 
bei inflammatorischen Umbauprozessen bei Lungenerkrankungen wie Asthma 
bronchiale oder COPD eine signifikante Rolle spielt, können diese Befunde zum 
besseren Verständnis pathophysiologischer Prozesse beitragen und somit die 





As a major bronchoconstrictror ACh plays an important role in the innervation of the 
respiratory system. Yet it has been questioned, whether smallest airways receive 
cholinergic innervation. Thus, the present study aimed to demonstrate and quantify the 
cholinergic innervation of different segments of the mouse lower respiratory tract and to 
identify potential cotransmitters. The innervation density of airway muscles in different 
segments of the bronchopulmonary system was studied by means of AChE 
histochemical staining and immunolabeling of α-smooth muscle actine. Cotransmitters 
were identified by double-labelling immunofluorescence with antibodies against 
VAChT, the neuropeptides NPY, VIP, CGRP and SP as well as the enzyme TH. NOS 
activity was visualized by means of NADPH-diaphorase reaction, the overall 
innervation with an antibody against the panneuronal protein PGP 9.5. The cholinergic 
innervation of the oesophagus and the heart was also analyzed, a quantitive analysis, 
however, was not performed. The highest innervation density was found in bronchi with 
a diameter of less than 100 µm, and cholinergic fibers could be traced to the smallest 
bronchioles. Colocalizations were only sporadically revealed between VAChT and NPY 
in intrinsic neuronal cell bodies and axons in the epicardium, around coronary vessels 
and pulmonary veins close to the heart. Further colocaizations, except for the 
panneuronal protein PGP 9.5, were not observed, but separate populations of 
catecholaminergic (TH-positive), nitrergic (NADPH-diaphorase positive), and 
peptidergic (CGRP, SP, VIP) were noted. All neurons of intrinsic ganglia showed 
VAChT-immunoreactivity.  
In conclusion, in contrast to previous asumptions, the smallest airways are under 
particularly prominent cholinergic control. In addition to cholinergic and 
catecholminergic neurons, NANC neurons also innervate thoracic organs. 
Since ACh plays an important role in the airway remodeling seen in pulmonary diseases 
such as bronchial asthma or COPD, the present findings contribute to a better 
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Abb.   1:      Quantitative Analyse der AChE-Histochemie.                                                  S. 26 
Abb.   2:      Trachea, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 30 
Abb.   3:      Bronchus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 30 
Abb.   4:      Bronchus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 31 
Abb.   5:      Bronchiolus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                      S. 31 
Abb.   6:      Pleura, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                               S. 32 
Abb.   7:      Alveolarregion, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                 S. 32 
Abb.   8:      Pulmonalarterie extrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz       S  32 
Abb.   9:      Pulmonalarterie intrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz        S. 33 
Abb. 10:      Pulmonalvene extrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz          S. 33 
Abb. 11:      Pulmonalvene intrapulmonal, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz           S. 33 
Abb. 12:      Epikard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 34 
Abb. 13:      Endokard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 34 
Abb. 14:      Myokard, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 34 
Abb. 15:      Koronararterie, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                  S. 35 
Abb. 16:      Ösophagus, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 35 
Abb. 17:      Ganglion, PGP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 36 
Abb. 18:      Bronchus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                            S. 40                                                       
Abb. 19:      Bronchus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                            S. 40 
Abb. 20:      Bronchiolus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 41 
Abb. 21:      Pulmonalvene,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                     S. 41 
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Abb. 22:      Ösophagus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 41 
Abb. 23:      Ösophagus,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 42 
Abb. 24:      Ganglion,VIP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 42 
Abb. 25:      Trachea, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 46 
Abb. 26:      Bronchus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                          S. 46 
Abb. 27:      Bronchiolus und Pulmonalvene, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz      S. 47 
Abb. 28:      Pulmonalvene extrapulmonal, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz          S. 47 
Abb. 29:      Koronararterie, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                  S. 47 
Abb. 30:      Koronararterie, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                  S. 48  
Abb. 31:      Epikard, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 48 
Abb. 32:      Myokard, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 48 
Abb. 33:      Ösophagus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 49 
Abb. 34:      Ösophagus, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 49 
Abb. 35:      Ganglion, NPY/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 49 
Abb. 36:      Trachea, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                                S. 53                             
Abb. 37:      Bronchus, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                             S. 53 
Abb. 38:      Arterie extrapulmonal, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                         S. 54 
Abb. 39:      Pulmonalvene extrapulmonal, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz             S. 54 
Abb. 40:      Ösophagus, Tunica muscularis, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz           S. 54 
Abb. 41:      Ganglion, TH/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                              S. 55 
Abb. 42:      Trachea, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 58 
Abb. 43:      Trachea, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 58 
Abb. 44:      Bronchus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 59 
Abb. 45:      Bronchus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 59 
Abb. 46:      Alveolaregion, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                 S. 60 
Abb. 47:      Pulmonalvene, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                 S. 60 
Abb. 48:      Pulmonalvene, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                 S. 61 
Abb. 49:      Pulmonalarterie, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                              S. 61 
Abb. 50:      Koronararterie, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                S. 62 
Abb. 51:      Myokard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                         S. 62 
Abb. 52:      Endokard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                        S. 62 
Abb. 53:      Epikard, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                           S. 63 
Abb. 54:      Ösophagus, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                      S. 63 
Abb. 55:      Ganglion, CGRP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                         S. 63 
Abb. 56:      Trachea, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                                 S. 67 
Abb. 57:      Bronchus, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                              S. 67 
Abb. 58:      Pulmonalvene extrapulmonal, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz              S. 67 
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Abb. 59:      Koronararterie, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                      S. 68 
Abb. 60:      Koronararterie, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                      S. 68 
Abb. 61:      Myokard, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                               S. 69 
Abb. 62:      Ösophagus, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                            S. 69 
Abb. 63:      Ganglion, SP/VAChT-Doppelimmunfluoreszenz                                               S. 69 
Abb. 64:      Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                       S. 71 
Abb. 65:      Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                       S. 71 
Abb. 66:      Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                       S. 72 
Abb. 67:      Ösophagus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                       S. 72 
Abb. 68:      Myokard, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                          S. 72 
Abb. 69:      Myokard, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                          S. 73 
Abb. 70:      Epikard, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                            S. 73 
Abb. 71:      Epi-, Myo- und Endokard, NADPH-Diaphorase-Reaktion                               S. 73 
Abb. 72:      Kardiales Ganglion mit Ganglienzellkörper, NADPH-Diaphorase-Reaktion   S. 74 
Abb. 73:      Koronararterie, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                 S. 74 
Abb. 74:      Pulmonalvene, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                  S. 74 
Abb. 75:      Bronchiolus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                     S. 75 
Abb. 76:      Bronchus, NADPH-Diaphorase-Reaktion                                                         S. 75 
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Überprüfung meiner Arbeit durch eine Plagiatserkennungssoftware bzw. ein 
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